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Depuis des millénaires, le vin et la vigne ont marqué de leur empreinte des civilisations et des  paysages.  Aujourd’hui,  le  vin  est  devenu  un  des  emblèmes  de  la  culture  française,  de  ses traditions  et  de  sa  gastronomie.  Depuis  la  fin  du  XIXème  siècle,  de  nombreuses  équipes  de recherche  scientifique  se  sont  intéressées  à  ce breuvage  complexe  en  essayant d’appréhender ses qualités et ses défauts et de comprendre l’origine de ses propriétés afin de l’améliorer. Parmi  les  composés  du  vin,  on  retrouve  une  famille  de  polyphénols  très  abondante,  les tannins.  Ces molécules  suscitent  un  grand  intérêt  de  part  leurs  propriétés  biologiques  et  leur implication  dans  l’évolution  des  qualités  organoleptiques  du  vin.  Par  exemple,  les  tannins seraient  à  l’origine  du  fameux  « French  paradox »,  phénomène  selon  lequel  la  consommation modérée du vin réduirait les risques de maladies cardio‐vasculaires. Ils sont aussi responsables du  phénomène  d’astringence  et  d’asséchement  en  bouche,  ressentis  lors  de  la  dégustation  de certains vins.  Les tannins présents dans le vin peuvent provenir soit du raisin, dans ce cas, on parle des tannins  condensés,  soit  du bois de  chêne utilisé  lors de  l’élevage  en barrique,  appelés  tannins hydrolysables.  Ces  deux  types  de  molécules  vont  évoluer  en  solution  hydroalcoolique  acide comme  le  vin  et  en présence d’oxygène  tout  au  long des  étapes de vinification, du pressurage jusqu’à  la  conservation  en  bouteille.  Ces  changements  moléculaires  vont  ainsi  avoir  une influence  plus  ou  moins  importante  sur  la  composition  et  la  qualité  du  vin.  Il  est  donc intéressant  d’étudier  ces  molécules  dans  des  conditions  semblables  à  celle  du  vin  afin d’identifier ces changements et de comprendre leur mécanisme et leur impact sur le vin. Cette  thèse  a  été  réalisée  en  partenariat  avec  le  laboratoire  de  Chimie  Appliquée  du Professeur Pierre‐Louis Teissedre de  l’Institut des Sciences de  la Vigne et du Vin de Bordeaux (ISVV) dans le cadre d’un programme d’étude sur « la Maîtrise du niveau d’oxygénation des vins et d’élevage à l’aide de bois de chêne ‐ Recherche de l’optimum de la qualité tannique des vins au niveau gustatif ». Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés à la réactivité de polyphénols du  vin  sous  conditions  oxydantes  afin  d’isoler  et  de  caractériser  de  nouvelles  molécules susceptibles  de  se  former  dans  le  vin.  Notre  équipe  a  d’ailleurs  identifié  un  bon  nombre  de composés se  formant dans  le vin et  impactant plus ou moins  les qualités organoleptiques. Par exemple,  les  anthocyano‐ellagitannins,  qui  sont  formés  par  condensation  entre  un  tannin hydrolysable  du  chêne  et  une  anthocyane  provenant  du  raisin,  sont  en  partie  liés  aux changements de la couleur du vin rouge. Dans  ce mémoire,  deux  aspects  sont  examinés.  Le  premier  est  l’étude  de  l’oxydation  de deux tannins complexes, les acutissimines A et B. Ces deux molécules naturelles, présentes aussi bien dans  le  vin  que dans  certaines plantes,  sont  formées  à  partir  d’un monomère de  tannins 
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a. Historique Les  tannins  sont  connus  depuis  la  plus  haute  Antiquité.  Au Moyen Âge,  on  extrayait  les tannins de l’écorce de chênes ou de châtaigniers pour transformer les peaux animales brutes en cuir.  En  effet,  la  peau  desséchée  sans  aucune  préparation  pourrit  aisément,  s'imprègne  d'eau avec  facilité,  et  se  détruit  par  un  frottement  répété.  Pour  y  remédier,  les  peaux  étaient immergées  dans  un  bain  tannant,  appelé  fosse  à  « tan »,  où  elles  acquièrent  une  résistance  à l'hydrolyse  et  à  la  putréfaction  (Figure  1).  Ces  caractéristiques  sont  obtenues  grâce  à  la combinaison  chimique  irréversible  entre  le  collagène,  protéine  présente  dans  la  peau,  et  la substance  tannante.  En  effet,  grâce  aux  caractéristiques  structurelles  des molécules  tannantes (unités  polyol,  phénol,  catéchol,…),  des  liaisons  hydrogènes,  ioniques  et/ou  covalentes  se forment entre cette protéine et les tannins lors du tannage.1 







b. Classification des tannins Les  tannins  végétaux  sont  des  polyphénols,  définis  par  Haslam  comme  des  molécules solubles  dans  l’eau,  possédant  une  masse  molaire  comprise  entre  500  et  4000  Da,  12  à  16 groupements  phénoliques  et  5  à  7  cycles  aromatiques  par  1000 unités  de masse molaire. 3 La dénomination  polyphénols  est  cependant  aujourd’hui  utilisée  de  façon  usuelle  pour  désigner également  des  molécules  phénoliques  de  faible  masse  moléculaire  ne  possédant  pas  de propriétés tannantes. C’est pourquoi, notre équipe a apporté une nouvelle définition, décrivant le  terme  polyphénol  comme  pouvant  être  utilisé  pour  définir  des métabolites  secondaires  de plantes  dérivés  exclusivement  de  la  voie  de  biosynthèse  des  phénylpropenoïdes  dérivés  de l'acide  shikimique  et/ou  de  celles  des  polycétides,  et  structuralement  composés  de  plus  d’un cycle phénolique et dépourvus de groupes fonctionnels azotés dans leur structure primaire.4  Les  tannins  sont  classés  de  différentes  façons  suivant  leurs  structures,  leurs  propriétés chimiques et/ou leur biosynthèse. La classification basée sur les caractéristiques structurales et les  propriétés  chimiques  regroupe  trois  classes  (Figure  2).  La  première  catégorie  réunie  les tannins hydrolysables qui ont la particularité d’être hydrolysés par un traitement chimique (eau chaude  acidifiée)  ou  enzymatique  (les  tannases).  Cette  famille  inclut  les  ellagitannins  et  les gallotannins  produisant  respectivement  l’acide  ellagique  et  l’acide  gallique  lors  de  leur hydrolyse. Les  tannins  formés par des unités monomériques de  flavanols, comme la catéchine, sont appelés tannins condensés ou proanthocyanidines.2,5‐6 Depuis peu, une nouvelle famille de tannins isolés d’algues marines a été mise en évidence par Sailler et al., les phlorotannins.7 
 Figure 2. Classification des tannins. 
i. Les tannins hydrolysables 






Les  gallotannins  résultent  de  la  galloylation  du  β‐PGG  (3)  et  sont  caractérisés  par  la présence d’une ou plusieurs unités digalloyls liées entre elles par une liaison méta‐depsidiques (Figure  3).  Les  gallotannins  complexes  peuvent  contenir  jusqu’à  10  résidus  galloyls,  et même parfois plus. La plupart des gallotannins porteurs d’une unité galloyl sur  le centre anomérique de leur unité D‐glucose ont une configuration β, comme le 4‐O‐digalloyl‐1,2,3,6‐tetra‐O‐galloyl‐β‐D‐glucopyranose (4) (Figure 3).5,10‐11 Cependant, quelques composés naturels peuvent avoir une configuration α.2 























































































exclusivement la formation de l’unité (S)‐HHDP en positions 2,3 ou 4,6 comme dans le cas de la tellimagrandine  I  (5).12 Cependant, des unités 1,6‐, 2,4‐, ou 3,6‐HHDP, de configuration R ou S, ont déjà  été observées,  comme dans  le  cas de  la  geraniine  (6),  qui possède une unité 3,6‐(R)‐HHDP  (Figure  4).13‐14 Ces  unités  sont  obtenues  à  partir  de  la  conformation  chaise  4C1  du glucopyranose  la moins  stable.4 Comme dans  le  cas des gallotannins,  le  centre  anomérique de l’unité  polyol  des  ellagitannins  est  majoritairement  de  configuration  β,  toutefois,  quelques exemples  de  configuration  α  ont  été  isolés  dans  la  nature  comme  la  Heterophylliin  A  (7)15 (Figure 4). Le cycle pyranique de  l’unité polyol peut être aussi retrouvé sous sa  forme ouverte dans certaines structures d’ellagitannins, comme la vescalagine (8).2, 4, 16‐19 17,18,, 19 












































































































Les  tannins condensés sont  très  largement répandus dans  le  règne végétal,  comme dans les  fruits,  les baies  et  les  graines.  Ils  sont utilisés  en  tant qu’agents  tannants pour  la peau des animaux et ont un rôle déterminant dans la saveur et l’astringence des thés, vins et jus de fruits. Les tannins condensés sont des proanthocyanidines oligomériques ou polymériques, constitués par  couplage  entre des monomères,  les  flavan‐3‐ols.  Les  structures  varient  selon  la  nature du flavan‐3‐ol  de  départ  et  des  unités  d’extension,  selon  le  degré  de  polymérisation,  mais  aussi selon  la  position  et  la  stéréochimie  de  la  liaison  entre  ces  unités.  Les  principales  unités monomériques sont la (+)‐catéchine (10), la (—)‐épicatéchine (11), la (+)‐gallocatéchine (12) et la (—)‐épigallocatéchine (13) (Figure 6). Chimiquement, les flavan‐3‐ols sont très réactifs du fait du caractère électrophile de leur carbone C‐4, qui réagit avec les carbones nucléophiles C‐6 ou C‐8 du cycle A, toujours en position trans par rapport au groupe hydroxyle en position 3 (Figure 6). La répétition du même mécanisme conduit à la formation d’oligomères et de polymères.5, 21 








































10   (+)-catéchine               !-OH, R=H 
11   (–)-épicatéchine          "-OH, R=H
12   (+)-gallocatéchine       !-OH, R=OH












 Figure 7. Structure dimérique des procyanidines B1 (14), B2 (15), B3 (16) et B4 (17). Les  tannins  condensés  sont  aussi  abondants  sous  la  forme  d’oligomères,  entre  3  et  10 unités flavanols, avec des masses moléculaires allant de 900 à 3000 g/mol et, sous la forme de polymères où le nombre d’unités monomériques peut atteindre 50 avec une masse moléculaire supérieure à 3000 g/mol.5, 21 
iii. Les phlorotannins 
















































































c. Propriétés des tannins Les  tannins  ont  plusieurs  effets  connus  dans  la  protection  des  plantes,  dans  les phénomènes d’amertume et d’astringence de certains fruits et, dans les activités biologiques et pharmacologiques.  Ces  différents  rôles  sont  essentiellement dus  à  trois  propriétés  principales des tannins :23 ‐ leur aptitude à complexer les ions métalliques (fer, manganèse, vanadium, cuivre). ‐ leur capacité à piéger les radicaux libres. ‐ leur habilité à complexer des molécules, comme les protéines et les polysaccharides. Dans cette partie, trois rôles principaux des tannins seront brièvement décrits : leurs rôles dans la protection des plantes, leurs rôles dans le phénomène d’astringence de certains fruits et jus,  et  leurs  rôles  dans  certaines  activités  biologiques  comme  l’activité  antioxydante.  D’autres propriétés  biologiques  connues  des  tannins,  comme  l’activité  anti‐tumorale24‐25 ou  l’activité antivirale,26‐28 ne seront pas décrites ici. 27, 28 
i. Protection des plantes 
Les tannins sont largement distribués dans le règne végétal. Ils sont impliqués dans divers rôles fonctionnels dans les plantes incluant la protection contre les pathogènes microbiens et les animaux  herbivores  (antibiotique  et  action  répulsive),  et  la  protection  contre  les  radiations solaires (UV‐B).23  L’action  répulsive  des  tannins  chez  les  herbivores  vient  de  leur  particularité  à  pouvoir complexer certaines protéines riches en prolines, comme les protéines salivaires appelées PRP (Proline‐Rich  Proteins).23, 29‐31  Ces  protéines  sont  situées  sur  l’enveloppe  cornée  et  sont  les protéines salivaires les plus abondantes. La conformation ouverte des PRP autorise la formation d’intéractions  hydrophobes,  de  liaisons  hydrogènes,  voire  de  liaisons  covalentes  avec  les tannins.  Cette  complexation  tannin‐protéines  salivaires  est  responsable  des  sensations d’astringence  et  d’amertume  en  bouche.  Dans  le  cas  des  plantes,  ces  sensations  ont  un  effet répulsif sur les herbivores (sensation de « mauvais goût »), et par conséquent, ce phénomène va avoir un effet protecteur contre certains prédateurs. 30 31 Les  tannins  ont  aussi  la  particularité  de  protéger  les  plantes  contre  certains microorganismes,  en  augmentant  leur  résistance  aux  pathogènes  ou  en  protégeant  les  tissus essentiels,  comme  le  bois  contre  le  pourrissement.  L’action  antimicrobienne  des  tannins  peut être due à  l’inactivation d’adhésine microbienne, d’enzymes et/ou de protéines de  transport.32 En  1991,  Scalbert  a  répertorié  33  variétés  de  microorganismes  sensibles  à  la  présence  des tannins parmi les levures, les bactéries et les champignons.33  
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Les  tannins  protègent  aussi  les  plantes  contre  les  dommages  de  l’ADN  causés  par  les radiations  solaires  (UV‐B).  Cette  particularité  est  due  à  l’activité  antioxydante  des  tannins polyphénoliques.  Les  polyphénols  peuvent  agir  sur  certaines  enzymes  responsables  de  la formation de radicaux et/ou capturer directement les radicaux libres formés. Dans ce cas, deux mécanismes  sont possibles.34 Le premier  est basé  sur  la  capacité des  groupements hydroxyles des  phénols  à  donner  un  atome  d’hydrogène  à  un  radical  libre  (« hydrogen‐atom  transfer »). Dans  ce  cas,  les  tannins  bloquent  les  réactions  radicalaires  en  chaîne.  L’efficacité  de  l’action antioxydante va dépendre essentiellement de la vitesse de transfert de l’atome d’hydrogène du phénol au radical (pKa) et de la stabilité du radical phénoxy généré (délocalisation électronique, liaison hydrogène).  Le  second mécanisme possible  est  le  transfert  d’un  électron du phénol  au radical, avec formation d’un cation radical ArOH+. Dans ce processus, l’activité antioxydante va dépendre du potentiel d’ionisation du (poly)phénol : plus le potentiel d’ionisation est bas et plus le transfert électronique sera facile (Figure 9).4  
 Figure 9. Mécanismes impliqués dans l’activité antioxydante des (poly)phénols des plantes. 
ii. Phénomènes d’astringence et d’amertume 
35 ,  36 37  38 39  Comme  nous  l’avons  vu  précédemment,  les  tannins  sont  capables  de  former  des complexes avec des macromolécules comme les protéines salivaires riches en proline (PRP).40‐40 Les  sensations  d’astringence  et  d’amertume,  phénomènes  d’assèchement  en  bouche,  sont associées à la précipitation de ces protéines complexées aux tannins.36‐37, 41 Cette particularité est présente lors de la dégustation de fruits ou de jus. Par exemple, lors de la dégustation du thé, la sensation d’astringence peut être diminuée par  l’ajout de  lait,  contenant une protéine riche en proline, la caséine. Celle‐ci peut complexer les tannins présents dans le thé et ainsi diminuer leur complexation avec les PRP de la bouche et donc la sensation d’astringence.42  
iii. Activités biologiques et pharmacologiques 
Activités dans les plantes médicinales Les tannins sont populaires pour  leurs vertus thérapeutiques qui sont reconnues par  les médecines  traditionnelles  orientale,  africaine  ou  sud‐américaine,  utilisant  leurs  sources végétales  pour  traiter  des maladies  comme  les  diarrhées,  les  ulcères  gastriques  ou  encore  les brûlures.  Dans  le  Tableau  1  sont  représentées  des  propriétés  pharmacologiques  de  tannins présents dans différentes plantes utilisées en médecine traditionnelle asiatique.43‐44 
 
Transfert d'un atome d'Hydrogène :                  R  + ArOH         RH + ArO












Punica granatum  Granatine B  − Anthelminthique 
 








Geum japonicum  Gemine  − Diurétique 
Tableau 1. Activités pharmacologiques de tannins présents chez certaines plantes médicinales. 




Le chêne est utilisé en tonnellerie pour la fabrication des fûts utilisés lors de la maturation et du vieillissement de certains vins. La qualité œnologique du bois dépend tout d’abord de ses propriétés physiques, notamment l’étanchéité ainsi que la porosité à l’air selon la structure et le grain du bois. Cette qualité est en outre estimée par sa composition chimique, et en particulier sa teneur en composés aromatiques jouant sur la qualité olfactive du vin, la sensation d’astringence et  la  rudesse.55‐56 Seules  les  espèces  appartenant  à  celles  des  chênes  blancs  sont  utilisées  en tonnellerie, de par leur étanchéité importante. Il s’agit principalement des espèces européennes 
Quercus robur  (chêne pédonculé) et Quercus petraea  (chêne rouvre), et de  l’espèce d’Amérique du Nord Quercus alba, utilisé notamment pour l’élevage des bourbons (Figure 11). 
 Figure 11. Espèces des chênes utilisés pour la fabrication des barriques. Durant la dernière étape de vinification (élevage en fût de chêne), certains composés sont extraits  du  bois  par  le  vin,  solution  hydroalcoolique.  Parmi  ces  composés,  se  trouvent  les tannins. 










































































cœur ou duramen, constitué de cellules mortes, qui est la partie du bois considéré comme la plus résistante. Seul  le bois de cœur ou duramen est utilisé dans  la  fabrication des barriques. C’est dans cette partie du bois de chêne qu’ont été isolés les principaux tannins du bois.57‐63 58, 59, 60, 61, 62 
 Figure 12. Coupe transversale d’un tronc de chêne. 












Quercus alba, les ellagitannins, représentent 33 à 87 mg/g de bois de cœur sec. Leur teneur dans le bois va dépendre de la nature du bois (Quercus robur, Quercus petraea et Quercus alba), de la provenance  géographique  et  des  processus  de  fabrication  des  barriques  (séchage  du  bois, chauffage des douelles, …).67‐70 Les trois espèces de chênes utilisées en tonnellerie possèdent les huit ellagitannins précédemment énoncés (Tableau 2). La vescalagine et  la castalagine sont  les ellagitannins  majoritaires,  présents  en  proportion  différente.  Les  deux  chênes  européens 
Quercus robur et Quercus petraea renferment 20 % des ellagitannins dimères, tandis que ceux du chêne américain Quercus alba renferment presque exclusivement des ellagitannins monomères (> 99 %). Le chêne Quercus robur est l’espèce possédant le plus d’ellagitannins avec 87,4 mg/g de  bois  de  cœur  sec,  le  double  par  rapport  aux  chênes  Quercus  petraea  (39,1  mg/g  bois)  et 
Quercus alba (33 mg/g bois).62 68, 69 











  Roburine A  8,7  2,4  traces Roburine B  3,6  2,6  traces Roburine C  3,5  2,1  traces Roburine D  2,3  0,4  0 







































































8  vescalagine    R1 = H ; R2 = OH
22 castalagine     R1 = OH ; R2 = H
23 grandinine      R1 = OH ; R2 = L
24 roburine E      R1 = OH ; R2 = X
L Lyxose R3 = H ; R4 = OH
X Xylose R3 = OH ; R4 = H
25 roburine A   R5 = H ; R6 = OH
26 roburine D   R5 = OH ; R6 = H
27 roburine B   R5 = OH ; R6 = L















Les ellagitannins du bois de chêne se solubilisent rapidement dans le vin logé en barrique, puisqu’en  3  mois,  la  teneur  maximale  est  atteinte.62  Dans  le  Tableau  3  sont  regroupés  les résultats  d’une  étude portant  sur  des  dosages  effectués  sur  plusieurs  vins  rouges,  variant  par l’origine du vin (Espagne, France), le type et le temps d’élevage du vin (cuve en inox, barrique). Comme  on  peut  s’y  attendre,  les  vins  rouges  élevés  en  cuve  en  inox  ne  possèdent  aucun ellagitannin. Dans le cas de l’élevage en fût, les barriques neuves cèdent plus d’ellagitannins aux vins  que  les  barriques usagées.  La nature du  chêne utilisé  pour  la  fabrication des  barriques  a aussi une influence sur la teneur en ellagitannins totaux dans les vins. Les vins rouges élevés en barriques  fabriquées  à  partir  du  chêne  Quercus  robur  possèdent  plus  d’ellagitannins  C‐glucosidiques  que  dans  les  deux  autres  cas,  ce  qui  est  cohérent  par  rapport  à  la  teneur  en ellagitannins obtenus dans les extraits secs de bois (Tableau 2). Cette étude montre aussi que la teneur en ellagitannins est importante au début de l’élevage (2 mois), puis elle diminue au cours des  mois  (Tableau  3).  Ces  résultats  suggèrent  que  les  ellagitannins,  sous  leur  forme  native, subissent de rapides transformations, diminuant leur teneur totale dans le vin.62 
Origine  Type d’élevage  Ellagitannins totaux (mg/L) 
Espagne (Rioja) millésime 1993 
Cuve inox (4 mois)  0 Barriques usagées (4 mois)  4 Barrique neuves‐Quercus alba (4 mois)  5,8 Barrique neuves‐Quercus robur (4 mois)  94,2 Barrique neuves‐Quercus petraea (4 mois)  66,7 France (Saint‐Emilion) millésime 1992  Barrique neuves‐Quercus petraea (2 mois)  119,8 Barrique neuves‐Quercus petraea (6 mois)  40,3 France (Médoc) millésime 1992  Barrique neuves‐Quercus petraea (6 mois)  47,5 Barrique neuves‐Quercus petraea (18 mois)  31,2 Tableau 3. Dosage des ellagitannins totaux dans différents échantillons de vins rouges.62 
3. LES TANNINS DU RAISIN 
Les  tannins  sont  aussi  présents  dans  les  raisins  sous  forme  de  tannins  condensés  ou proanthocyanidines.  Leur  teneur  dans  la  baie  de  raisin  et  dans  le  vin  varie  en  fonction  de nombreux facteurs comme le cépage, la géographie, le millésime et les méthodes de vinification. Dans  cette  partie,  la  localisation  dans  le  raisin,  la  structure,  et  la  teneur  des  tannins condensés, et plus particulièrement des monomères et des oligomères dans les raisins et le vin, seront décrites.  
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a. Localisation Le raisin, à  l’origine même du vin, est constitué de quatre parties principales :  la rafle,  la pellicule, les pépins et la pulpe (Figure 14) :70 ‐ les rafles (3 à 6 % de la grappe), rattachées aux sarments de la vigne. ‐ La pellicule (7 à 10 %), couleur blanche ou rouge suivant la variété du raisin. ‐ Les pépins (0 à 6 %), localisés au centre de la baie. ‐ La pulpe (83 à 91 %), pratiquement incolore quelle que soit la nature du cépage. 
 Figure 14. Coupe transversale d’un raisin. Les  monomères  des  tannins  du  raisin,  ainsi  que  les  oligomères,  sont  principalement localisés dans les pépins, mais on les retrouve aussi dans la peau et la rafle.71‐72 Dans le Tableau 4 sont représentés les pourcentages de monomères et des oligomères de différents cépages dans les différentes parties du raisin.71 Notons également qu’il y a aussi des tannins condensés sous forme de polymères dans la pulpe du raisin. 





Cépage  Nature  Rafle  Pépins  Pellicules  Pulpe 
Cabernet Sauvignon 
Monomères (C/EC)1  10 %  83 %  7 %  traces Oligomères  18 %  68 %  14 %  traces 
Merlot 
Monomères (C/EC)1  9 %  80 %  11 %  traces Oligomères  21 %  56 %  23 %  traces 
Pinot Noir 
Monomères (C/EC)1  4 %  94 %  2 %  traces Oligomères  9 %  86 %  5 %  traces 
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b. Structure 
75, 76   77, 78 , 79, 80  Les  tannins  condensés  sont  formés  à  partir  d’unités  monomériques,  les  flavan‐3‐ols, présents dans le raisin. Les différents monomères trouvés dans les pépins de raisin Vitis vinifera sont  la  (+)‐catéchine (10) et  la  (—)‐épicatéchine (11). Cette dernière peut aussi être présente sous la forme estérifiée par l’acide gallique en position C‐3 (29) (Figure 15).73‐81  
 Figure 15. Structure des différentes unités monomériques des tannins condensés  présents dans le raisin Vitis vinifera. Les dimères  les plus présents dans  le  raisin  sont  les procyanidines de  type B. Elles  sont formées par des unités catéchine et/ou épicatéchine liées entre elles par une liaison interflavane de type C‐4 ‐> C‐8. Sur la Figure 16 sont représentés les 4 principaux dimères retrouvés dans le raisin  Vitis  vinifera.  Les  procyanidines  B1  et  B4  sont  formées  par  condensation  d’une  unité épicatéchine et d’une unité catéchine. Les procyanidines B2 et B3 sont formées par deux unités catéchines ou deux unités épicatéchines. Les procyanidines B1 et B2 peuvent aussi exister sous la forme gallate, par estérification de l‘unité épicatéchine par l’acide gallique.75‐78 







































14 procyanidine B1: (—)-épicatéchine-(4!-8)-(+)-catéchine
15 procyanidine B2: (—)-épicatéchine-(4!-8)-(-)-épicatéchine
16 procyanidine B3: (+)-catéchine-(4"-8)-(+)-catéchine
17 procyanidine B4: (+)-catéchine-(4"-8)-(—)-épicatéchine
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 Figure 17. Structure des trimères C1 (30) et T2 (31). 
c. Teneur La teneur des tannins dans les raisins dépend de plusieurs facteurs : la nature du cépage, la  localisation dans le raisin,  les conditions climatiques,  le  lieu géographique et  la maturité des baies.79 Dans cette partie, la teneur en monomères, en dimères et en trimères de tannins dans les raisins et dans le vin, issus de la variété Vitis vinifera, sera décrite. Dans la plupart des cas, la catéchine (10) et l’épicatéchine (11) sont les deux flavanols les plus présents dans les baies de raisin. Parmi les dimères, la procyanidine B2 (15) est souvent la plus abondante dans le raisin. Chira et al. ont étudié la quantité de tannins dans deux cépages, le Cabernet Sauvignon et le Merlot, et dans deux millésimes, 2006 et 2007.80 Cette étude a montré une faible différence dans la teneur en tannin dans les deux cépages mais, une différence notable entre les deux millésimes (Tableau 5). 
Tannins  Variétés   Millésime 













é  Procyanidine B1  2,5 %  1,9 %  3,8 %  0,7 % Procyanidine B2  3,9 %  2,8 %  1,1 %  5,6 % Procyanidine B3  1,6 %  0,9 %  1,1 %  1,4 % Procyanidine B4  2,0 %  1,7 %  0,5 %  3,2 % Trimères  1,2 %  2,1 %  1,5 %  1,8 % 














































L’équipe  de  Fuleki  et  Da  Silva  a  aussi  décrit  la  teneur  de  tannins  dans  les  pépins  des cépages  Merlot  et  Cabernet  Sauvignon  dans  la  région  de  Ontario  dans  le  Canada.78  Si  l’on compare les valeurs obtenues par ces deux équipes, Tableau 5 et Tableau 6, on peut remarquer une légère différence dans la teneur en tannins, qui est sûrement due à la région et au climat. Dix autres  cépages  de  différentes  variétés,  Vitis  vinifera,  hybrides  et  Vitis  labrusca,  ont  aussi  été étudiés  par  cette  équipe  (Tableau  6).78  Pour  les  variétés  Vitis  vinifera,  les  monomères  sont toujours majoritaires (14,1‐43,7 %) ainsi que pour  les variétés Vitis labrusca  (9,5‐15,5 %). Par contre, ce n’est pas  toujours  le cas pour  les variété hybrides :  les dimères sont plus abondants dans  les  cépages  de  Baco  Noir  et  Maréchal  Foch  (14‐29  %).  Dans  tous  les  cas,  les  dimères gallates et les trimères sont peu abondants dans les pépins (0,5‐8,4 %).78 




















  Concord  Rouge  12,5 %  9,8 %  1,3 %  1 % Elvira  Blanc  9,5 %  4,5 %  0,7 %  0,5 % Niagara  Blanc  15,5 %  4,9 %  1 %  1,7 % Tableau 6. Teneur en tannins dans les pépins de différents cépages (% d’extrait sec).78 
4. LES AROMES DU VIN 
Le  vin  peut  présenter  une  très  grande  diversité  de  tonalités  aromatiques  dans  des registres  de  finesse  et  de  complexité  variable.  L’arôme  résulte  du  mélange  complexe  d’une multitude  de  substances  odorantes  variant  selon  la  nature  du  vin,  la  variété  des  cépages,  les processus  de  fabrication,  de  maturation  et  de  conservation.  Les  arômes  du  vin  peuvent  être classés en trois classes selon leur origine. Les  "arômes  variétaux",  ou  "arômes  primaires",  proviennent  de  la  matière  végétale.  Ils peuvent naître de  tous  les  éléments de  la  grappe de  raisin.  Il  existe dans  la baie de  raisin des précurseurs  d’arômes  inodores  qui  sont  à  même  de  libérer  des  molécules  volatiles  soit  par action mécanique, soit par action chimique ou biochimique.  
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Les arômes secondaires portent aussi le nom d’arômes fermentaires, car ils sont produits par  le  travail  des  levures  sur  les  moûts,  lors  des  différents  types  de  macération  et  lors  des fermentations alcoolique et malolactique.  Enfin,  les  arômes  tertiaires  correspondent  à  l’évolution des  composants  aromatiques  au cours de  l’élevage du  vin  en  fût,  puis  en bouteille.  Ils  forment  un  faisceau de parfums que  les dégustateurs appellent "bouquet". 
a. Composants principaux des arômes du vin  De  nombreux  travaux  de  recherche  ont  permis  l’identification,  le  dosage  et  la caractérisation  de  différents  constituants  aromatiques  du  vin,  permettant  de  les  classer  dans plusieurs familles : les alcools et les esters, les terpènes, les pyrazines, les C13‐norisoprénoides et les composés soufrés volatiles.81 Les alcools et les esters sont les composés volatils les plus présents dans le vin, toutefois, ils participent peu à la perception olfactive du vin. Comme la majorité des composés volatils du vin, ils sont formés pendant la fermentation alcoolique. Parmi les esters, on retrouve les acétates et les esters éthyliques qui contribuent à une note fruitée dans les vins (Figure 18). Par exemple, l’acétate d’éthyle (32) est présent dans les vins entre 50 et 150 mg/L et il contribue à un arôme de vernis. Le 3‐méthylbut‐1‐yl éthanoate ou acétate d’isoamyle (33), moins présent dans les vins (0,5 à 10 mg/L), contribue à l’arôme de banane. Parmi les alcools, on retrouve, entre autres,  le propan‐1‐ol  (34),  le  2‐méthyl‐1‐propanol  (35),  le  2‐méthylbutan‐1‐ol  (36)  et  le  3‐méthyl‐1‐butanol (37).81 






















 Figure 19. Exemple de trois terpènes présents dans le vin. Dans  les  années  1960,  Buttery  et al.  ont  identifié  pour  la  première  fois,  le  3‐isobutyl‐2‐méthoxypyrazine  (IBMP)  (41)  dans  les  graines  de  poivre  (Figure  20).83 Par  la  suite,  il  a  été identifié  dans  le  vin  provenant  des  cépages  Cabernet  Sauvignon  et  Sauvignon  blanc84 et  du Merlot et Cabernet Franc85. Cette molécule est responsable des arômes verts du vin, herbacé ou végétal, amenant un caractère désagréable dans  le vin. Elle évoque le poivron vert et  l’asperge avec des nuances plus ou moins terreuses. Deux autres alkylméthoxypyrazines, le 2‐sec‐butyl‐3‐méthoxypyrazine  (SBMP)  (42)  et  le  3‐isopropyl‐2‐méthoxypyrazine  (IPMP)  (43)  sont  aussi retrouvés dans le vin mais en plus faible quantité que l’IBMP (Figure 20).81 







































Les  thiols  volatils  constituent  une  famille  chimique  prépondérante  dans  l’arôme  de nombreux  vins.  Ils  possèdent  des  seuils  de  perception  olfactive  très  faibles,  inférieurs  à  la centaine  de  ng/L.  Malgré  ces  concentrations  faibles,  ils  ont  un  impact  majeur  sur  le  profil aromatique global des vins. Dans le cadre de cette thèse, nous nous intéresserons uniquement à cette famille d’arômes, de part sa réactivité chimique liée à la fonction thiol libre. 









4‐sulfanyl‐4‐méthylpentan‐2‐one (4‐SMP)  Buis,  Genêt  0,889  Jusqu’à 40089‐93 90, 91, 92 
 
47 
3‐sulfanylhexyl acétate (3‐SHA)  Buis,  Fruit de la passion, Zeste de pamplemousse  4,293‐94  0‐77789, 92, 93 
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3‐sulfanylhexan‐1‐ol (3‐SH)  Fruit de la passion, Pamplemousse, Zeste d’agrumes  6089, 94  Jusqu’à 1300089, 92, 95 
 
49 
4‐sulfanyl‐4‐méthylpentan‐2‐ol (4‐SMPOH)  Zeste d’agrumes  5595  0‐9089, 92, 95 
 
50 
3‐sulfanyl‐3‐méthylbutan‐1‐ol (3‐SMB)  Poireau cuit  150095  0‐130089, 92, 95 
 
51 
2‐méthyl‐3‐furanthiol  Viande  2,8‐496‐97  0‐14596‐98 
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La  première molécule,  découverte  comme  composant  caractéristique  de  l’arôme  de  vin blanc de Sauvignon, est  le 4‐sulfanyl‐4‐méthylpentan‐2‐one (4‐SMP) (46), un arôme variétal.92, 101 Le 4‐SMP est un composé très odorant, dont les arômes rappellent le buis et le genêt (Tableau 7). Plus tard, Tominaga et al. ont identifié le 4‐SMP dans d’autres cépages de vins blancs comme le Gewurztraminer, le Pinot gris et blanc, le Riesling, le Sylvaner, le Colombard, le Sémillon et le Muscat  avec  des  concentrations  pouvant  aller  jusqu’à  100  ng/L.89  En  1997,  Guth  et  al.  ont démontré  l’impact  olfactif  du  4‐SMP  dans  les  vins  blancs  de  Scheurebe,  avec  une  teneur  très importante pouvant aller jusqu’à 400 ng/L.90‐91  Deux autres composés volatils soufrés variétaux,  le 3‐sulfanylhexan‐1‐ol acétate (3‐SHA) (47)  et  le  3‐sulfanylhexan‐1‐ol  (3‐SH)  (48)  ont  été  identifiés  dans  une  large  gamme  de  vins blancs,  comme  le  Sauvignon  blanc,92‐93,  95  le  Sémillon,89,  94  le  petit  et  gros  Manseng,89 de  vins rouges  comme  le Merlot,  le Cabernet Sauvignon98, 102 et dans des vins  rosés de Provence et de Bordeaux.103‐104 Ces deux molécules sont les composés soufrés odorants les plus répandus dans les vins et sont présents avec des teneurs élevées (Tableau 7). Le 3‐SHA et le 3‐SH sont présents sous  leurs  deux  formes  énantiomériques R  et  S.  Dans  le  Sauvignon  et  le  Sémillon,  le  3‐SH  est retrouvé  en  proportion  racémique  avec  un  seuil  de  perception  proche  pour  les  deux énantiomères  (50‐60  ng/L),  mais  avec  des  propriétés  olfactives  différentes,  un  arôme  de pamplemousse et zestes d’agrumes pour le (R)‐3‐SH et un arôme de fruit de la passion pour le (S)‐3‐SH.94 Pour  le 3‐SHA,  la  forme énantiomérique S est prédominante dans ces deux cépages (70 %), mais elle a un seuil de perception inférieur à la forme R (9 ng/L pour R et 2,5 ng/L pour S). Le (R)‐3‐SHA a plutôt une odeur de fruit de la passion, tandis que le (S)‐3‐SHA a une odeur de buis.94 D’autres  composés  contribuent  qualitativement  à  l’arôme  des  vins.  Par  exemple,  le  4‐sulfanyl‐4‐méthylpentan‐2‐ol  (4‐SMPOH)  (49)  apporte  un  arôme  de  zeste  d’agrume  dans  les vins  issus  de  Sauvignon  blanc,  Gewurztraminer,  Muscat  et  Sémillon.89,  92,  95  Le  3‐sulfanyl‐3‐méthylbutan‐1‐ol (3‐SMB) (50) a été identifié dans les vins Gewurztraminer, Pinot gris et blanc, Riesling, Muscat, Sylvaner, Sémillon et Sauvignon blanc avec un arôme de poireau cuit. 89, 92, 95 La présence  du  2‐méthyl‐3‐furanthiol  (51),  composé  odorant  évoquant  la  viande  cuite,  a  été rapportée  dans  les  vins  rouges  de  Bordeaux  avec  un  seuil  de  perception  de  2,8  à  4  ng/L  en solution modèle.96‐98  Un  autre  thiol,  le  2‐furanmethanethiol  (2‐FMT)  ou  furfurylthiol  (52),  au puissant caractère odorant de café grillé (0,4 ng/L) a été identifié dans les vins blancs issus du Sauvignon,  Sémillon,  petit  Manseng  et  Chardonnay,97,  100  les  vins  rouges  issus  du  Merlot, Cabernet  Sauvignon  et  Cabernet  Franc97,  99‐100  et,  en  plus  grande  quantité,  dans  les Champagnes.97 Dans  le  cadre  de  nos  recherches,  nous  nous  sommes  intéressés  à  deux  thiols  en particuliers, le 3‐SH, un thiol variétal, et le 2‐FMT, un thiol tertiaire. 
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i. Le 3‐sulfanyl hexan‐1‐ol (3‐SH) 
Comme nous l’avons vu précédemment, le 3‐sulfanylhexan‐1‐ol (48) est un des composés volatils soufrés odorants les plus présents dans les vins. C’est un arôme variétal formé pendant la fermentation alcoolique.105 Plusieurs voies de formation possibles ont été décrites (Figure 22). En  1998,  Tominaga  et al.  ont montré  que  la  libération  des  thiols  volatils  odorants  pendant  la fermentation  alcoolique  était  due  à  la  dégradation  des  composés S‐cysténylés  correspondants par les levures.106 En effet, la conversion du précurseur cystéinylé du 3‐SH, le S‐(3‐hexan‐1‐ol)‐
L‐cystéine  (Cys‐3SH)  (55)  en  3‐SH,  dans  les  moûts  de  vins  rosés  de  Bordeaux  (Merlot  et Cabernet  Sauvignon),  est  comprise  entre  0,6  et  10,2 %.107 Puis,  quelques  années  plus  tard,  un autre précurseur a été mis en évidence, le (E)‐hex‐2‐enal (54).108‐109 Cependant, une étude dans un cépage bourguignon, le melon B., a montré que la libération du 3‐SH était plus importante en présence  de  Cys‐3SH  qu’en  présence  de  (E)‐hex‐2‐enal.109  En  2008,  Subileau  et  al.  soulignent qu’il  existe  un  autre  précurseur,  le  S‐(3‐hexan‐1‐ol)glutathion  (G‐3SH)  (53),  qui  est  le précurseur  majeur  du  3‐SH  dans  le  vin.110 En  fait,  le  G‐3SH  est  considéré  à  la  fois  comme précurseur  direct  et  comme  pro‐précurseur  (dégradation  du  G‐3SH  en  Cys‐3SH  pendant  la fermentation). 111 ‐ 112  Ces  différents  précurseurs  proviennent  des  raisins  (essentiellement localisés  dans  la  peau)  et  sont  libérés  dans  le  jus  par  extraction.113‐117 Les  concentrations  des précurseurs  d’arômes  dans  les  moûts  varient  en  fonction  du  cépage  et  de  nombreux  autres paramètres (maturation des raisins, quantité d’oxygène, procédés de vinifications, etc.).88, 108, 118‐125 114, 115, 116  117 , 118 , 119 , 120 , 121 , 122, 123 , 124 
 Figure 22. Voies possibles pour la formation du 3‐SH (48) dans le vin. 
ii. Le 2‐furanmethanethiol (2‐FMT) 

































cuves  en  inox  et  une  proportion  plus  élevée  dans  les  vins  élevés  en  barriques  neuves  plutôt qu’élevés  dans des  barriques  usagées.99‐100  En 2001, Blanchard  et al.  ont mis  en  évidence une corrélation entre la présence du 2‐FMT dans le vin et le furan‐2‐carbaldéhyde ou furfural (56), composé présent dans le chêne (Figure 23).100 Ce composé est extrait du bois par le vin pendant l’élevage en fût de chêne, et, par l’intermédiaire des levures, il va former de nouveaux composés comme le 2‐FMT. Le furfural est un composé synthétisé dans le bois en grande quantité lors du chauffage  des  douelles,  à  partir  des  composés  glucidiques  du  bois  (pentoses)  par  réaction  de Maillard.125 
 Figure 23. Formation du 2‐FMT à partir du furfural dans le vin. La  teneur  du  vin  en  2‐FMT va  dépendre  de  plusieurs  facteurs  comme  la  nature  du  bois utilisé pour la fabrication de la barrique,126 le temps de maturation du vin dans la barrique127 ou la température et le temps de chauffage des douelles.125 
II. L’OXYDATION L’oxydation du vin se fait tout au long des étapes de vinification jusqu’à la conservation en bouteille.  Une  oxydation  poussée  est  plutôt  défavorable  alors  qu’une  dissolution  lente  et continue d’oxygène est susceptible de jouer un rôle positif dans l’évolution de la couleur et de la saveur  des  vins.  Dans  le  cas  des  vins  rouges,  une  oxygénation  ménagée  contribue  à  la stabilisation de la couleur et à la diminution de l’astringence.128 En revanche, la qualité des vins blancs est généralement altérée par une exposition à l’oxygène.129‐132 130, 131 
1. INCIDENCE SUR LA QUALITE DU VIN 















antioxydante totale diminuée, d’un changement de la couleur et d’une diminution de l’arôme de prune et de fruits rouges pour les vins rouges issus d’un cépage d’Afrique du Sud, le Pinotage.134 En  effet,  un  changement  de  couleur  est  observé  en  même  tant  qu’une  augmentation  des pyranoanthocyanines  et  de  dérivés  de  pigments,  formés  par  réactions  de  condensation  de l’acétaldéhyde (produit d’oxydation de l’éthanol) et de polyphénols, ou par cycloadditions entre les  anthocyanes  et  les  flavanols  induit  par  l’acétaldéhyde.  Ces  phénomènes  sont  accompagnés par  une  diminution  de  l’astringence  des  vins,  due  à  la  formation  d’adduits  tannin‐anthocyanes.130, 135 Dans  le  cas  des  vins  blancs,  l’oxygénation  a  un  effet  néfaste  sur  l’arôme  amenant  à  une odeur  de  végétaux  cuits.131  La  présence  de  saveurs  non  souhaitées  dans  le  vin  est  souvent attribuée à certains composés aromatiques comme le méthional, arôme de pomme de terre,  le phénylacétaldéhyde, arôme de miel et rose fanée, le sotolon,136 arôme de noix et de curry, ainsi qu’à  d’autres  composés  connus  ou  encore  inconnus  à  ce  jour.137 La  concentration  de  certains arômes  souhaités,  les  thiols  variétaux,  est  aussi  influencée par  le processus d’oxydation.  Le 4‐sulfanyl‐4‐methylpentan‐2‐one  (4‐SMP)  (46)  et  le  3‐sulfanylhexan‐1‐ol  (3‐SH)  (48)  sont  des composants clés dans l’arôme de fruit de la passion, de pamplemousse, de buis et de genêt dans les  vins  Sauvignon  blanc.  Leur  concentration  peut  diminuer  jusqu’à  114  ng/L  et  5,1  ng/L respectivement, après 24 mois de stockage en bouteille, suivant la nature du bouchon. La nature du bouchon et donc  la quantité d’oxygène qui va diffuser, va avoir une  influence sur  la qualité aromatique du vin.138‐139 L’oxygénation des vins blancs est aussi responsable du brunissement oxydatif qui est dû à la  formation d’oligomères et de polymères de phénols. Ce processus  sera plus détaillé dans  la suite de cette partie. 
2. OXYDATION DES COMPOSES PHENOLIQUES 
Les  composés  phénoliques  sont  les  principaux  constituants  du  vin  impliqués  dans  les phénomènes  d’oxydation.140 En  effet,  lorsque  l’oxygène  est  additionné  au  vin,  une  diminution des  phénols,  comme  la  catéchine  (10),  l’épicatéchine  (11),  l’acide  caftarique  (57)  ou  les anthocyanes, est observée.135 La réactivité de ce type de molécule est en partie liée à la présence de la fonction phénol, qui présente un caractère légèrement acide (pKa ≈ 10). La force de cette acidité varie en fonction de la nature et de la position des substituants sur le noyau aromatique. Par exemple,  les noyaux catéchols, possédant deux hydroxyles en ortho  l’un de  l’autre, ont un pKa  autour  de  9,5,141 tandis  que  les  noyaux  pyrogallols,  possédant  trois  unités  hydroxyles  en ortho  les  unes  des  autres,  possèdent  un  pKa  autour  de  8,4.142‐143 Suivant  le  pH  du milieu,  ces composés phénoliques seront plus ou moins sous la forme d’ions phénolates.144 A pH basique (9‐10), ils seront en partie sous forme d’anions phénolates tandis qu’à pH acide, comme dans le cas du vin (pH =3‐4), ils seront plutôt sous leur forme phénolique.140 
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En  effet,  en  milieu  basique,  les  phénols  vont  former  des  anions  phénolates  ArO−  qui peuvent s’oxyder en radicaux phénoxy ArO (potentiel d’oxydation E = ‐0,6 ‐ 0,3 V). Ces espèces peuvent  ensuite  réagir  avec  d’autres  radicaux  amenant  à  la  formation  de  liaisons  carbone‐carbone ou carbone‐oxygène (Figure 24). En condition acide,  l’oxydation des phénols ne passe pas par  l’anion phénolate ArO−, mais par un cation radical phénoxy ArOH+  formé par transfert électronique (E = 1,0 ‐ 1,4 V). Cet intermédiaire est rapidement déprotoné en radical ArO. Celui‐ci peut ensuite réagir comme précédemment pour former des produits de couplage.145  































































Réaction avec des nucléophiles
  56 
3. OXYDATIONS ENZYMATIQUE ET CHIMIQUE 
L’oxygène  est  absorbé  par  les  vins  tout  au  long  des  étapes  de  vinification  et  de conservation.  La  solubilité  de  l’oxygène  de  l’air  dans  les  vins  est  de  l’ordre  de  6  mL/L  à température  ambiante  soit  8,4  mg/L  d’oxygène  dissous.  Par  exemple,  lors  de  l’élevage  en barrique, la quantité d’oxygène dissous dans les vins est de l’ordre de 0,2 mg/L à 0,4 mg/L par an.148‐149 La quantité d’oxygène dissous lors de la mise en bouteille varie de 0,3 à 2,1 mg/L tandis que cette valeur peut atteindre la saturation (8,4 à 9,8 mg/L) après un transvasement du vin à l’aide d’une pompe.144   La capacité totale d’absorption d’oxygène des vins est très élevée, elle est comprise entre 80 mg/L pour les vins blancs et 800 mg/L dans le cas des vins rouges.150 Au fur et à mesure que l’oxygène  va  être  dissous  dans  le  vin,  celui‐ci  est  consommé par  les  composés  du  vin  par  des processus biochimiques, sous  l’action d’enzymes, et/ou par des processus chimiques. Bien que ces  deux  phénomènes  puissent  se  produire  simultanément,  la  première  voie  prédomine  très largement  dans  les  moûts,  qui  sont  le  siège  d’une  activité  enzymatique  intense,  alors  que  la seconde  se  révèle  plutôt  au  cours  de  la  maturation  et  du  vieillissement  des  vins,  c’est‐à‐dire lorsque les enzymes ne sont plus actives. 
a. Oxydation enzymatique L’oxydation  enzymatique  se  fait  essentiellement  dans  les  moûts  du  raisin.  Elle  est responsable du brunissement des vins. Les enzymes responsables de l’oxydation des composés phénoliques  sont  appelées  oxydoréductases  (E.C.  1).  Parmi  elles,  on  retrouve  les  enzymes utilisant l’oxygène comme électroaccepteur et les noyaux catéchols comme électrodonneur (E.C. 1.10.3).  Dans  cette  famille  sont  répertoriées  les  catéchol  oxydases  (E.C.  1.10.3.1),  comme  la tyrosinase,  ayant  à  la  fois  une  activité  crésolase  (formation  de  catéchol  à  partir  de  phénol monohydroxylés)  et  une  activité  catécholase,  les  laccases  (E.C.  1.10.3.2),  qui  catalysent l’oxydation des para‐hydroquinones en para‐benzoquinones, et les ortho‐aminophenoloxydases (E.C.  1.10.3.4).  Les monophénol  oxydases  (E.C.  1.14.18.1)  sont  aussi  des  oxydoréductases  qui peuvent agir sur les phénols, avec incorporation ou réduction d’une molécule d’oxygène. Ainsi, elles  peuvent  hydroxyler  les  phénols.  Enfin,  la  dernière  catégorie  des  oxydoréductases  est  la famille  des  peroxydases  (E.C.  1.11.1),  qui  utilisent  le  peroxyde  d’hydrogène  comme électroaccepteur pour oxyder les phénols avec formation d’une molécule d’eau. Parmi toutes ces enzymes,  deux  activités  principales  sont  à  retenir,  l’hydroxylation  de  phénols  par  l’activité monophénol oxydase et la formation de quinones par l’activité diphénol oxydase.146  Les  oxydoréductases  les  plus  importantes  impliquées  dans  les  étapes  de  vinification, responsables  du  brunissement,  sont  les  polyphénols  oxydases  (PPO),  nommées  catéchols 
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oxydases ou tyrosinases (E.C. 1.10.3.1) et laccases (E.C. 1.10.3.2), et les peroxydases (POD). Les PPO sont des enzymes contenant du cuivre.151 La tyrosinase est naturellement produite par les baies et peut catalyser l’oxydation des phénols et des catéchols.140, 151 Les laccases sont produites par les moisissures et sont capables d’oxyder un grand nombre de substrats, notamment les 1,2‐ et  1,4‐dihydroxybenzenes.  Les  POD  sont  des  enzymes  contenant  du  fer.  Le  brunissement  des fruits  causé  par  l’activité  des  POD  est  insignifiant  mais  des  chercheurs  ont  montré  qu’elles augmentent la dégradation des polyphénols lorsqu’elles sont en présence de PPO.152  Le brunissement enzymatique issus de l’oxydation des moûts est fortement corrélé avec la présence  des  hydroxycinnamates,  comme  l’acide  caftarique  (57)  et  l’acide p‐coumarique  (58) (Figure 26),153 et est favorisé par la présence de flavan‐3‐ols possédant des unités catéchols ou pyrogallols.154‐153 En  présence  de  PPO  et  d’acide  caftarique,  l’oxydation  de  phénols,  comme  la (+)‐catéchine  (10),  la  (—)‐épicatéchine  (11),  la  (—)‐épicatéchine  gallate  (29)  et  les procyanidines,  est  augmentée et, de même,  l’oxydation de  l’acide  caftarique  (57)  est  favorisée par la présence de ces flavan‐3‐ols.154 155 , 156 , 157 , 158 
















 Figure 27. Formation de produits condensés entre les hydroxycinnamates et les flavan‐3‐ols en condition oxydante enzymatique. En  tant  que  composés  électrophiles,  les  benzoquinones  peuvent  aussi  participer  à  des réactions avec des nucléophiles.152 Lorsque  l’acide caftarique (57) est oxydé en quinone 59 en présence de PPO, le glutathion (60), possédant un thiol libre, va réagir rapidement avec celle‐ci pour  former un produit  incolore et  stable,  l’acide 2‐S‐glutathionylcaftarique  (« Grape Reaction Product », GRP) (61) (Figure 28).153 Le glutathion va donc piéger ces molécules quinoniques et donc permettre vraisemblablement de limiter le brunissement oxydatif. 
 Figure 28. Formation de l’acide 2‐S‐glutathionylcaftarique (61). Dans les vins blancs, toutes les oxydations enzymatiques ne sont pas néfastes. Une faible concentration en polyphénols et une haute teneur en GRP (61) stabilisent le vin.151 Dans le cas des vins rouges, l’impact de l’oxydation enzymatique pendant la vinification est limité.146 









































































transition. Parmi les espèces réactives de l’oxygène, on retrouve l’anion radical superoxide O2−, formé par réduction de l’oxygène à l’état triplet et, qui, au pH du vin (pH = 3‐4), est sous la forme de radical hydroperoxyle HOO. Le  transfert d’un second électron produit  le peroxide O22−, qui est sous forme de peroxyde d’hydrogène H2O2 dans le vin. La réduction amène à la formation du radical  oxygéné  le  plus  réactif,  le  radical  hydroxyle  HO.  Celui‐ci  peut  aussi  être  formé  en présence du peroxyde d’hydrogène et du fer(II) par la réaction de Fenton. Enfin le produit final de la réduction de l’oxygène est l’eau (Figure 29).147 























 Figure 30. Autoxydation des polyphénols en présence d’oxygène et de fer.   Le  peroxyde  d’hydrogène  H2O2  en  présence  d’ions  ferreux  (Fe2+),  va  former  le  radical hydroxyle (HO) par la célèbre réaction de Fenton (Figure 31).147, 163‐164 Ce radical est une espèce très réactive avec un  temps de demi‐vie  très court  (inférieur à 10‐10 s).  Il est capable d’oxyder facilement les phénols et toutes autres molécules qui l’entourent.165‐166 Dans le cas des catéchols, le  radical  hydroxyle  capte  un  atome  d’hydrogène  pour  former  une  molécule  d’eau  et  la semiquinone.  Celle‐ci  va  ensuite  réagir  comme  vu  précédemment  pour  former  la  quinone correspondante  (Figure  31). 167  Dans  le  cas  du  vin,  le  radical  hydroxyle  ne  réagit  pas sélectivement avec les composés phénoliques. De part sa grande réactivité, il va réagir avec les premières molécules qu’il rencontre, c’est‐à‐dire celles qui sont les plus abondantes dans le vin. Par  exemple,  il  va  oxyder  l’éthanol,  les  sucres  et/ou  les  acides  en  aldéhydes  et  cétones correspondantes.147, 162 









































 Figure 32. Complexation des phénols et du fer.162 Les quinones, formées par ces différentes voies d’oxydation vont réagir avec les composés du  vin  pour  conduire  à  la  formation  d’une  grande  diversité  de  produits,  via  des  réactions d’oxydation, de Diels Alder, nucléophiles ou électrophiles.4, 144 
4. REACTIVITE DES POLYPHENOLS EN CONDITION OXYDANTE 


























































































































Des  dimères  pontés  peuvent  aussi  se  formés  entre  les  anthocyanes  et  les  flavanols  en condition oxydante. La catéchine (10) peut être substituée en position 8 par l’aldéhyde 67, pour former  un  dimère  ponté  coloré  76  en  présence  de  la  malvidine‐3‐O‐glucoside  (62)  (Figure 35).175 
 Figure 35. Formation de dimères anthocyanin‐flavanols 76 en présence d’acétaldéhyde 67.  
5. UTILISATION D’ANTIOXYDANTS 









































III. EVOLUTION DES TANNINS DANS LE VIN Depuis plusieurs années, notre équipe de  recherche s’intéresse à  l’évolution des  tannins dans  le vin et notamment à  l’évolution des ellagitannins C‐glucosidiques provenant du bois de chêne. Les  ellagitannins  C‐glucosidiques,  présents  dans  le  bois  de  chêne,  diffusent  facilement dans  les  solutions  hydroalcooliques  comme  le  vin  (solution  aqueuse  à  12  %  d’éthanol). Toutefois, leur présence dans les vins élevés en fût de chêne n’est pas systématique et est parfois difficilement  décelable.  Par  exemple,  la  comparaison  des  teneurs  en  vescalagine  (8)  et  en castalagine (22) d’un vin logé en barrique pendant douze mois, et une solution hydroalcoolique placée  dans  les mêmes  conditions montrent  une  très  grande  différence  (21‐25 mg/L  pour  la solution  modèle  et  0‐5  mg/L  dans  le  vin).61  Plusieurs  hypothèses  ont  été  formulées  pour expliquer cette différence. 
1. HYDROLYSE DES ELLAGITANNINS 




L’hémisynthèse de nouveaux composés peut aussi expliquer la diminution des monomères d’ellagitannins C‐glucosidiques natifs dans le vin. Par exemple, la formation de dimères, comme les roburines A‐D (24‐28)65‐66, peut se faire à partir de la condensation de monomères, comme la vescalagine (8) et la castalagine (22). D’ailleurs, l’équipe de Moutounet et Scalbert a démontré que la roburine A (25) peut provenir de la dimérisation de la vescalagine en milieu acide (Figure 37).180  La  dimérisation  des monomères  peut  donc  influencer  la  teneur  de  ces  tannins  dans  le chêne et dans le vin. 

























































































































organoleptiques  du  vin.  Des  réactions  de  substitutions  nucléophiles  entre  la vescalagine/castalagine  et  les  nucléophiles  du  vin  ont  été  étudiées.24‐25  Par  ces  études,  une différence  de  réactivité  a  été  mise  en  évidence  entre  la  vescalagine  (8)  et  son  épimère,  la castalagine (22).25, 182 
a. Réactivité de la vescalagine et de la castalagine En solution hydroalcoolique acide comme le vin (pH = 3‐4),  la vescalagine (8) peut subir une  déshydroxylation  de  l’alcool  benzylique  pour  conduire  à  la  formation  du  carbocation benzylique 80, relativement stable. Celui‐ci subit ensuite l’attaque d’un nucléophile, de manière stéréosélective,  conservant  l’orientation  α  de  la  liaison  C‐H  (Figure  38).25    Dans  le  cas  de  la castalagine (22), nous n’observons pas ce phénomène, la castalagine demeurant inerte dans les mêmes conditions. 
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 Figure 42. Hémisynthèse des acutissimines A (9) et B (82) et des épiacutissimines A (83) et B (84) en milieu organique. Dans les quatre cas, l’orientation β du substituant sur le carbone C‐1 est conservée (Figure 42). La stéréochimie est déduite par la faible constante de couplage observée par RMN 1H entre les protons H‐1 et H‐2 de la chaîne glucose (< 2Hz). En effet, d’après la théorie de Karplus, une faible  constante  de  couplage  entre  deux  protons  voisins  correspond  à  un  angle  dièdre  de  90° entre ces deux protons, ce qui est observé uniquement lorsque le H‐1 a une orientation α.185 La  formation  des  acutissimines  A  et  B  a  été  clairement  montrée  par  CLHP  en  milieu modèle  du  vin  après  une  période  de  25  jours,  l’acutissimine  A  étant  toujours  le  composé majoritaire.24 Par ailleurs, les acutissimines A et B, ainsi que les épiacutissimines A et B ont été identifiées et quantifiées dans un vin  rouge de Bordeaux élevé en  fût pendant 18 mois,  ce qui confirme la formation de ces deux composés dans le vin (Tableau 8).24, 186 















































































9 acutissimine A (!-OH)
83 épiacutissimine A ("-OH)
82 acutissimine B (!-OH)
84 épiacutissimine B ("-OH)
9/82 : 75:25 (87 %)
83/84 : 67:33 (78 %)
1
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c. Anthocyano‐vescalagine: influence sur la couleur du vin Les anthocyanes sont des pigments provenant du raisin et participant à la couleur du vin. Ils  sont  instables  à  certains  pH  et  peuvent  être  responsables  de  l’instabilité  de  la  couleur  des vins. Depuis plusieurs années, des études sont réalisées afin de comprendre  le changement de couleur  du  vin  au  cours  de  l’élevage  en  barrique  (de  rouge  à  des  teintes  tuilées).  Plusieurs phénomènes  ont  été  énoncés  pour  expliquer  cette  variation  tels  que  la  complexation  des anthocyanes  avec  des  métaux,  des  phénomènes  physiques  de  co‐pigmentation  ou  alors  des réactions chimiques entre les anthocyanes et des composés électrophiles/nucléophiles du vin. Dans  ce  contexte,  notre  équipe  a  montré  que  des  réactions  chimiques  entre  les anthocyanes et les ellagitannins C‐glucosidiques ont un impact sur la couleur de ces pigments.25, 187 La condensation de la vescalagine et de pigments, tels que la malvidine (84) ou l’oenine (60), permet la formation de composés ayant de nouvelles caractéristiques physicochimiques (Figure 43). Dans le cas de la malvidine, pigment de couleur rouge, un tannin complexe de couleur violet, la malvidine‐vescalagine (85), se forme et est isolé avec 25 % de rendement. La réaction entre l’oenine,  pigment  rouge,  et  la  vescalagine  amène  à  la  formation  d’un  autre  tannin  complexe, l’oenine‐vescalagine  (86),  de  couleur  violette  (Figure  43).  Des  études  cinétiques  et thermodynamiques  UV/Visible  ont  permis  d’étudier  ce  changement  de  couleur  entre  ces pigments et ces dérivés de pigments formés.187 
 Figure 43. Hémisynthèse d’anthocyano‐vescalagine. 
d. Autres exemples D’autres adduits formés à partir de la vescalagine et d’autres nucléophiles du vin ont été synthétisés par notre équipe. Par exemple, en milieu organique légèrement acidifié, l’adduit β‐1‐


























































86 malvidine-vescalagine (25 %)







Les ellagitannins C‐glucosidiques sont constitués de 5 noyaux pyrogallols qui, en condition acide oxygénée comme le vin, sont susceptibles d’être oxydés en α‐hydroxy‐ortho‐quinones. Ces espèces  électrophiles peuvent  ensuite  réagir  avec d’autres molécules pour  former des  tannins complexes ou des structures oxydées. Plusieurs  ellagitannins  isolés  dans  les  plantes  présentent  une  unité  o,m‐hydroxyphénylcyclopenténone  (HPCP)  remplaçant  le  cycle  galloyl  I.  Ce  motif  est  supposé provenir de  l’oxydation d’analogues galloylés. Par exemple,  l’équipe de Nonaka et al.  a  isolé  la mongolicaïne A  (90),  présentant une unité HPCP,  en même  temps que  l’acutissimine A  (9)  de 
Quercus mongolica.  Ils  ont  émis  l’hypothèse  que  l’acutissimine  A  pourrait  être  le  précurseur direct  de  la  mongolicaïne  A.188 D’autres  composés,  présentant  une  unité  flavanol  et  un  motif HPCP, ont été isolés de différentes plantes. On retrouve la mongolicaïne B (91), isolée du bois de 5 chênes Quercus et d’un châtaignier, possédant un dérivé catéchine,188  les psidinines A‐C (92‐





















































































































90 R = H mongolicaïne A

























91 R = H mongolicaïne B

























94 R1 = OH, R2 = G psidinine C
95 R1 = H, R2 = G malabathrine E








































































98 castacrenine E 99 castacrenine G
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I. INTRODUCTION Les tannins complexes, comme les flavano‐ellagitannins, sont formés dans le vin au cours du vieillissement en fût de chêne. Ces polyphénols sont relativement stables, mais ont cependant tendance  à  s’oxyder,  donnant  naissance  à  de  nouvelles  molécules  pouvant  avoir  un  impact organoleptique  sur  le  vin.  Dans  ce  contexte,  nous  avons  étudié  l’oxydation  de  deux  tannins complexes, les acutissimines A (9) et B (82) provenant de la condensation de la vescalagine (8) et de la catéchine (10) (cf. Figure 40, Chapitre I). En effet, ces deux composés ont été retrouvés dans le vin rouge élevé en fût de chêne186 et, de plus, l’un d’entre eux, l’acutissimine A, présente un intérêt biologique prometteur puisqu’il a été reconnu comme agent anticancéreux potentiel.24 Enfin,  la  bonne  disponibilité  des  réactifs  (vescalagine  (8),  que  nous  purifions  du  chêne,  et  la catéchine (10), commerciale), ainsi que le bon rendement (87 %) et la rapidité relative (7 h) de la réaction d’hémisynthèse des acutissimines, en font des substrats aisément accessibles.24 
II. OXYDATION DE L’ACUTISSIMINE A 
1. RESULTATS ANTERIEURS : ISOLATION DE LA MONGOLICAÏNE A 
L’oxydation de l’acutissimine A (9) a été étudiée dans notre laboratoire lors de la thèse de Dorothée Lefeuvre.195 Ces travaux ont permis de montrer que l’oxydation de l’acutissimine A, en milieu aqueux ouvert  à  l’air,  conduit  à  la  formation de deux  composés majoritaires 90  et 103 (Figure  47).  L’un  d’entre  eux,  isolé  avec  un  rendement  de  22 %,  est  la  mongolicaïne  A  (90), composé naturel isolé pour la première fois de Quercus mongolica par l’équipe de Nonaka et al. (Figure  48).188  Cette même  équipe  avait  émis  l’hypothèse  que  l’acutissimine A  pouvait  être  le précurseur  direct  de  la  mongolicaïne  A,  de  par  leur  structure  et  la  présence  de  ces  deux composés  dans  Quercus  mongolica.  Les  résultats  obtenus  par  Dorothée  Lefeuvre  ont  depuis confirmé cette hypothèse.  
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 Figure 47. Chromatogramme CLHP de l’oxydation de l’acutissimine A (9) à l’air à t = 70 h (méthode 1).195 
 Figure 48. Oxydation de l’acutissimine A (9) en mongolicaïne A (90). Durant ces  travaux,  cette  réaction a aussi été  testée en condition modèle du vin.195 Pour cela, l’acutissimine A (9) a été mise en solution modèle du vin (solution aqueuse, EtOH 12 % v/v, acide  tartrique  5  g/L,  pH  =  3,2)  pendant  4  mois  à  température  ambiante  et  à  l’air  libre.  La mongolicaïne  A  (90),  caractérisée  par  un  pic m/z  1177  en  spectrométrie  de  masse  en mode positif et son temps de rétention en CLHP (Figure 49), se forme majoritairement. Cette réaction d’oxydation de l’acutissimine A (9) est donc susceptible de se faire dans le vin. 
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Lors de l’oxydation de l’acutissimine A, la mongolicaïne A (90) se forme ainsi qu’un autre composé majoritaire donnant un signal en spectrométrie de masse en mode positif à m/z 1237. Le suivi réactionnel par CLHP analytique de la réaction d’oxydation de l’acutissimine A montre que  le  composé  d’intérêt  103  se  forme  avant  la  mongolicaïne  A,  puis  il  diminue  au  fur  et  à mesure que la réaction progresse (Figure 50). L’objectif étant d’isoler et de caractériser ce composé, une étude analytique par CLHP a été faite afin de choisir le moment le plus opportun pour stopper la réaction, c’est‐à‐dire, le moment où le composé 103 est plus ou moins à son pic d’abondance dans le milieu réactionnel. Comme on peut le voir sur la Figure 50, le produit  103 semble être favorisé cinétiquement puisqu’il se forme  dès  le  début  de  la  réaction  d’oxydation.  Au  fur  et  à mesure  que  la  réaction  progresse, l’intensité du pic du composé 103 n’évolue plus, et finalement semble diminuer. Dans un même temps,  la mongolicaïne A (90), qui serait donc favorisée thermodynamiquement, continue à se former, jusqu’à disparition quasi totale de l’acutissimine A (9) à t = 70 h. Nous avons donc choisi d’arrêter  la  réaction d’oxydation de  l’acutissimine A  entre  t  =  20  h  et  t  =  42  h, moment  où  le composé 103 est majoritaire par rapport aux autres produits formés.  
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 Figure 50. Chromatogramme CLHP du suivi de l’oxydation de l’acutissimine A (9) (méthode 1). L’acutissimine A est donc solubilisée dans de l’eau Milli‐Q, puis laissée à l'air libre à 60°C pendant 33 heures sous agitation (Figure 51). Le milieu réactionnel est ensuite lyophilisé, puis, une première purification par CLHP semi‐préparative est faite (méthode 2). A la suite de celle‐ci, le composé 103 est récupéré avec quelques impuretés. Une seconde purification par CLHP semi‐préparative  (méthode  3)  a  donc  été  nécessaire  pour  isoler  le  composé  103  pur  (Figure  52). Après  ces différentes  étapes de purification,  le  composé 103  a  été obtenu avec un  rendement isolé de 11 % (Figure 53). 
 Figure 51. Chromatogramme CLHP de l’oxydation de l’acutissimine A (9) à l’air (méthode 1). 
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a. Caractérisation du composé 103 La  caractérisation  du  composé  103  a  été  réalisée  par  RMN.  Les  signaux  1H  et  13C caractéristiques  de  l’acutissimine  A  (9)  ont  bien  été  retrouvés  en  RMN.24  Parmi  eux, l’observation par HMBC d’une corrélation entre le proton glucosidique H‐1 de l’unité vescalagine et  le  carbone  C‐8’a  de  l’unité  catéchine  prouve  la  conservation  de  la  liaison  vescalagine‐catéchine  par  le  sommet  8’  (Figure  57),  tandis  que  la  faible  constante  de  couplage  entre  les protons glucosidiques H‐1 et H‐2 (J < 1 Hz), qui apparaissent comme des singulets en RMN 1H, confirme que la réaction d’oxydation a conservé l’orientation β de cette liaison (Figure 54).185 
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b. Mécanisme de formation du composé 103 L’oxydation  du  cycle  galloyl  I  de  l’acutissimine  A  permet  la  formation  d’une  α‐hydroxy‐





























































































































































































































































Dans un second temps, nous avons étudié l’oxydation d’un deuxième flavano‐ellagitannin, l’acutissimine B (82). Celle‐ci est solubilisée dans de  l’eau Milli‐Q, puis  laissée sous agitation à l’air ambiant à 60°C. La réaction a été suivie par CLHP analytique et par CLHP‐SM (méthode 1), afin d’identifier  les produits majoritaires, ainsi que  leur masse moléculaire. Comme on peut  le voir sur le chromatogramme CLHP (Figure 60), le milieu réactionnel est plus complexe que dans le cas de l’oxydation de l’acutissimine A. Cependant, deux composés se forment majoritairement (104  et  105).  L’analyse  par  spectrométrie  de  masse  indique  un  signal  m/z  1177  pour  le composé 104, comme pour la mongolicaïne, et un signal m/z 1237 pour le composé 105, comme pour  l’analogue  du  camelliatannin  G  103  isolé  lors  de  l’oxydation  de  l’acutissimine  A.  Même après 9 jours de réaction, l’acutissimine B n’est pas totalement consommée et l’intensité de son pic n’évolue plus. Si on compare le suivi réactionnel de l’oxydation de l’acutissimine A (Figure 50) et celui de l’acutissimine B (Figure 60), on peut remarquer que l’oxydation de l’acutissimine B est beaucoup plus  lente.  L’oxydation  de  l’acutissimine  B  n’est  pas  totale  après  9  jours  tandis  que  celle  de l’acutissimine A est quasi totale au bout de 70 heures. 
 Figure 60. Chromatogramme CLHP de l’oxydation de l’acutissimine B (82) (méthode 1). Afin  d’isoler  les  composés  104  et  105,  nous  avons  alors  décidé  de  réaliser  la  même réaction à l’échelle préparative en la stoppant après 6 jours de réaction (temps à partir duquel la consommation de  l’acutissimine B n’évolue plus  et  le milieu  se  complexifie)  (Figure 61).  Pour 
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a. Caractérisation du composé 104 La  caractérisation  du  composé  104  a  été  réalisée  par  analyse  RMN.  Les  signaux caractéristiques  de  l’acutissimine  B  (82)  ont  été  retrouvés  sur  les  spectres  RMN  1H  et  13C  du composé  104.24  Parmi  eux,  l’observation  par  HMBC  d’une  corrélation  entre  le  proton glucosidique H‐1 et  le carbone C‐4’a de la partie catéchine prouve la conservation de la  liaison vescalagine‐catéchine par  le sommet 6’  (Figure 67),  tandis que  la  faible constante de couplage entre  les  protons  H‐1  et  H‐2  (J  <  1  Hz),  qui  apparaissent  comme  des  singulets  en  RMN  1H, confirme que la réaction d’oxydation a conservé l’orientation β de cette liaison (Figure 65).185  
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 Figure 72. Zoom HMBC du composé 104 montrant les corrélations H‐8’/carbones. D’autres composés naturels, possédant une unité HPCP et une liaison vescalagine‐flavanol sur le sommet 6’ comme la mongolicaïne B, ont été isolés. Par exemple, la psidinin B (93), isolée de Psidium guajava L., possède une unité flavanol de type gallocatéchine.189 La liaison éther entre le cycle I et l’unité flavanol se trouve au niveau de la position 7’ du cycle A, comme dans le cas de la mongolicaïne B proposée par Nonaka et al. (Figure 73).188 Cependant la caractérisation de ce produit a été faite d’après les résultats obtenus par Nonaka et al. pour la mongolicaïne B (92).188 Un  autre  exemple  de  composé  naturel,  la  malabathrin  F  (96),  isolée  de  Melastoma 





























































































































































































































































































































































































































































 Figure 78. Oxydation de l’acutissimine B (82) en composés 104 et 105. Comme nous  l’avons évoqué précédemment, un noyau catéchol ou galloyl est  facilement oxydable  en  ortho‐quinone  ou  α‐hydroxy‐ortho‐quinone  (cf.  Chapitre  I.  II.1).  Lorsque  la vescalagine  est  en  solution  oxydante  (O2),  tous  les  cycles  galloyls  sont  donc  susceptibles  de s’oxyder, et chaque galloyl peut donc exister sous la forme réduite phénolique ou sous une forme oxydée, comme une α‐hydroxy‐ortho‐quinone ou une semiquinone. Le même phénomène doit se produire  pour  les  acutissimines  A  et  B,  auquel  vient  s’ajouter  l’oxydation  du  cycle  B,  noyau catéchol, de la partie catéchine. Malgré  la  grande  réactivité  de  ces  ortho‐quinones  susceptibles  de  se  former  lors  de l’oxydation des acutissimines, seuls deux produits majoritaires sont observés. La sélectivité de cette réaction s’explique par le piégeage du cycle galloyl I sous sa forme ortho‐quinonique, par attaque nucléophile du groupement hydroxyle OH‐5’ du cycle A de la catéchine, dans le cas de la série  B,  ou  OH‐7’,  dans  le  cas  de  la  série  A.  La  déhydrogénation  du  cycle  galloyl  I  en  ortho‐quinone  et  l’attaque  intramoléculaire  sont  donc  deux  étapes  clés  dans  la  formation  des composés 90, 103, 104 et 105. L’intermédiaire obtenu, B pour la série A ou H pour la série B, est un intermédiaire commun aux deux composés majoritairement formés (90 et 103 ou 104 et 
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CHAPITRE  III  :  Influence  des  polyphénols  sur  des 
composés soufrés odorants du vin 
Les tannins du vin influencent les qualités organoleptiques des vins, qui évoluent tout au long  des  étapes  de  vinification.  Parmi  elles,  on  retrouve  l’arôme,  qui  est  le  résultat  de  la combinaison  de  plusieurs  composés  odorants  (cf.  Chapitre  I.  I.4.).  Dans  ce  chapitre,  nous montrerons  que  certains  polyphénols  du  vin,  comme  les  flavan‐3‐ols  et  les  pyrogallols,  ont notamment  une  influence  sur  les  composés  soufrés  odorants.  Pour  cela,  deux  voies  ont  été étudiées : l’hémisynthèse de thio‐ellagitannins à partir de la vescalagine en condition acide et, la formation d’adduits en condition oxydante entre des polyphénols possédant une unité catéchol ou pyrogallol, et des arômes volatils soufrés présents dans le vin. Pour cette étude, nous avons sélectionné deux thiols volatils d’intérêt de par  leur impact sur  l’arôme  des  vins  et  leur  réactivité  chimique:  le  2‐furanmethanethiol  ou  2‐FMT  (52), apportant un arôme de café grillé dans les vins fermentés ou élevés en fût de chêne,94, 97, 99‐100 et le 3‐sulfanylhexan‐1‐ol ou 3‐SH (48), contribuant à une note fruitée dans les vins jeunes89, 92, 94‐95 (cf. Chapitre I. I.4.b.) (Figure 80). 
 Figure 80. Structures du 3‐SH et du 2‐FMT. 










vescalagine est totalement consommée après 15 heures et un seul produit est formé. L’analyse par CL/SM en mode négatif  indique un  signal m/z  1029,  correspondant  à  la masse  [M‐H]‐1 de l’adduit  vescalagine‐2‐FMT  attendu.  La  purification  par  CLHP  semi‐préparative  (méthode  7)  a permis d’isoler le composé 106 avec un rendement de 76 %, nous permettant par la suite de le caractériser (Figure 82). 
 Figure 81. Chromatogramme CLHP de la réaction d’hémisynthèse du composé 106 formé entre la vescalagine (8) et le 2‐FMT (52) (méthode 6). 
 Figure 82. Hémisynthèse de la vescalagine‐2‐FMT (106). 
b. Caractérisation de l’adduit 106 La caractérisation du composé 106 a été réalisée par RMN. Les signaux caractéristiques de la  vescalagine  ont  bien  été  retrouvés.  En  RMN  1H,  cinq  nouveaux  protons  ont  été  attribués  à l’unité 2‐FMT de l’adduit 106. De même, cinq signaux en RMN 13C ont été attribués à C‐1’’ (δ 28,4 ppm),  C‐2’’  (δ  151,7 ppm),  C‐3’’  (δ  108,7 ppm),  C‐4’’  (δ  111,2 ppm)  et  C‐5’’  (δ  143,1 ppm) de l’unité 2‐FMT, grâce à leur déplacement chimique, ainsi qu’aux corrélations obtenues en RMN à deux dimensions (Figure 83). 
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 Figure 83. Zoom du spectre 13C du composé 106. L’observation  en  HMBC  d’une  corrélation  entre  le  proton  H‐1  de  la  chaîne  glucose  de l’unité vescalagine et le carbone C‐1’’ de la partie 2‐FMT prouve la formation de la liaison thiol‐vescalagine  au niveau du  carbone C‐1  (Figure  84).  La  conservation de  l’orientation β  de  cette liaison est prouvée par la faible valeur de la constante de couplage (J < 1 Hz) obtenue pour les protons glucosidiques H‐1 et H‐2 de l’unité vescalagine.185 
 Figure 84. Zoom du spectre HMBC du composé 106 montrant les corrélations H‐1/C‐1’’ et H‐1’’/C‐1. 
2. CAS DU 3‐SULFANYLHEXAN‐1‐OL (3‐SH) 














































































































 Figure 88. Hydrolyse des diastéréoisomères 110. Afin de trouver une nouvelle méthode pour séparer les énantiomères du 3‐SH, nous avons réalisé le même couplage en présence de 4 équivalents de la copule N‐Boc phénylalanine afin de former à la fois un lien ester avec la fonction alcool et un lien thioester avec la fonction thiol libre du 3‐SH. Les deux diastéréoisomères 113 sont ainsi obtenus et isolés avec 76 % de rendement (Figure  89).  Après  séparation  sur  CLHP  semi‐préparative  (méthode  10),  chaque diastéréoisomère 113  a  pu  être  isolé  séparément  (Figure  90).  L’hydrolyse  du  composé 113a amène  à  la  formation  de  l’énantiomère  (R)‐3‐SH  et  celle  du  composé 113b  à  la  formation  de l’énantiomère (S)‐3‐SH (Figure 91). 
 Figure 89. Couplage du 3‐SH (48) et de la N‐Boc‐L‐phénylalanine amenant à la formation des diastéréoisomères 113.  
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b. Hémisynthèse de la vescalagine‐3‐SH Après séparation des énantiomères du 3‐SH, l’hémisynthèse des composés vescalagine‐3‐SH  114  et  115  a  été  réalisée.  Dans  les  mêmes  conditions  que  pour  l’hémisynthèse  de  la vescalagine‐2‐FMT 106, la vescalagine (8) est solubilisée dans une solution de THF acidifié avec 1 % de TFA. Le (R)‐3‐SH, dans  le cas du composé 114, ou  le (S)‐3‐SH, dans  le cas du composé 
115, est ensuite ajouté à  la solution qui est chauffée à 50°C pendant 21 heures. Dans  les deux cas,  la  vescalagine  est  totalement  consommée  et  un  seul  produit  est  formé  (Figure  92, même résultat pour  le composé 115). Après purification sur CLHP semi‐préparative (méthode 7),  les adduits vescalagine‐(R)‐3‐SH (114) et vescalagine‐(S)‐3‐SH (115) ont été isolés avec 71 % et 53 % de rendement, respectivement (Figure 93).  
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c. Caractérisation des adduits 114 et 115 La  caractérisation des  composés 114  et 115  a  été  réalisée par RMN. Dans  les  deux  cas, nous  obtenons  les  mêmes  résultats.  Les  signaux  caractéristiques  de  la  vescalagine  sont  bien retrouvés  ainsi  que  les  signaux  caractéristiques  du  3‐SH.  En  effet,  sur  le  spectre RMN  13C  des composés  114  et  115,  six  signaux  correspondant  aux  carbones  de  l’unité  3‐SH  ont  pu  être attribués grâce à leur déplacement chimique (Figure 94), ainsi qu’aux corrélations observées en RMN à deux dimensions. 
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 Figure 96. Zoom du spectre HMBC du composé 115 montrant les corrélations H‐1/C‐3’’ et H‐3’’/C‐1. Depuis  plusieurs  années,  notre  équipe  a  montré  que  la  vescalagine,  ellagitannin  C‐glucosidique, pouvait réagir avec les nucléophiles du vin en condition légèrement acide. En effet, dans ces conditions, la vescalagine forme un carbocation par perte du groupement hydroxyle en position 1 de  la  chaîne glucosidique. Puis,  celui‐ci peut  réagir  avec différents nucléophiles par substitution  nucléophile.  Dans  ce  contexte,  l’hémisynthèse  de  trois  nouveaux  composés  thio‐ellagitannins  a  été  effectuée  en  présence  de  la  vescalagine  et  de  trois  composés  soufrés aromatiques présents dans  le vin,  le 2‐FMT,  le (R)‐3‐SH et  le (S)‐3‐SH. Ces composés sont tout aussi susceptibles de se former dans le vin puisque celui‐ci est un milieu acide (pH = 3‐4). 
II. OXYDATION DE LA CATECHINE EN PRESENCE D’AROMES SOUFRES 


































conjuguée  de  type  Michael  sur  les  positions  2’,  5’  ou  6’  du  cycle  B  de  la  catéchine  ou  de l’épicatéchine (Figure 97).  

































a. Oxydation en solution aqueuse L’oxydation chimique de  la catéchine (10) est réalisée dans une solution aqueuse neutre (eau  Milli‐Q)  saturée  avec  un  gaz  inerte  (N2),  permettant  de  diminuer  la  quantité  d’oxygène dissous  de  8  à  0,7  mg/L  (mesures  effectuées  à  l’aide  d’une  sonde  PreSens  Fibox  PSt3 fonctionnant  avec  un  complexe  de  ruthénium).  Ces  conditions  ont  été  choisies  pour  limiter l’oxydation chimique du noyau catéchol par l’oxygène. Les réactions d’oxydation se feront donc essentiellement grâce à l’agent oxydant ajouté à la réaction, le trichlorure de fer (FeCl3). Dans un premier temps, la réaction est réalisée en présence de deux équivalents du 2‐FMT et de deux équivalents du trichlorure de fer. Très rapidement (5 minutes), la formation de trois adduits catéchine‐2‐FMT est observée dans le milieu. Cependant, après 2 heures de réaction, le milieu n’évolue plus malgré une conversion non totale de la catéchine (50 %). La purification sur colonne  de  silice,  puis  sur  CLHP  semi‐préparative,  a  permis  d’isoler  et  de  caractériser  trois adduits.  Les  monoadduits  116  et  117  sont  obtenus  avec  8  %  et  3  %  de  rendement, respectivement, et le diadduit 118 avec 29 % de rendement (Figure 98). 














































heure, l’addition de deux équivalents du thiol et un seul équivalent du fer(III) est effectuée. Puis, toutes les heures, cette addition est réalisée jusqu’à disparition totale de la catéchine. Au total, 8 équivalents  du  2‐FMT  et  5  équivalents  du  FeCl3  ont  été  nécessaires  pour  que  la  réaction  soit totale. Dans ce cas, seul le diadduit 118 est formé avec un rendement de 58 % (Figure 98). Lors de ces ajouts successifs, nous utilisons pour le premier ajout 2 équivalents de fer (III), puis, par la suite, un seul équivalent de fer(III). En effet, l’oxydation du catéchol de la catéchine en  ortho‐quinone  nécessite  la  réduction  de  deux  ions  Fe3+  (cf.  Chapitre  I.  II.2).  Nous  avons observé que lorsqu’un seul ajout du thiol et du fer(III) est réalisé (deux équivalents), la moitié de la  catéchine  réagit  (50  %).  Donc  lors  des  ajouts  successifs  suivants,  il  n’est  pas  nécessaire d’utiliser deux équivalents du trichlorure de fer par rapport à la quantité initiale de substrat. De plus,  nous  avons  observé  que  l’ajout  de  plus  d‘un  équivalent  de  l’agent  oxydant  lors  des additions  successives  a  pour  conséquence  la  diminution  du  rendement  des  différents  adduits thio‐catéchines formés (dégradation, formation de polymères, réactions secondaires ?).  
b. Caractérisation des adduits formés 
i. Monoadduit‐2’ 116 



























 Figure 101. Zoom du spectre HMBC du monoadduit 116 montrant la corrélation H‐1’’/C‐2’. Pour confirmer la présence du 2‐FMT en position 2’ du cycle B de la catéchine, nous avons décidé d’effectuer la tétraméthylation du monoadduit 116 afin de réaliser une expérience RMN à deux dimensions,  appelée COSY  long‐range  (délai = 300 ms).208 Celle‐ci permet d’observer des corrélations à longue distance de type 5J, voire 6J, entre deux protons. Dans notre cas, nous nous intéressons  aux  couplages  faibles  existants  entre  les  protons  des  groupements  méthoxy  en positions 3’ et 4’ du cycle B et les protons aromatiques de ce même cycle.  
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Pour  former  le  composé  tétraméthylé 119,  le  composé 116  est  solubilisé dans  l’acétone puis,  est  mis  sous  agitation  en  présence  d’une  base,  K2CO3,  et  du  diméthylsulfate  sous atmosphère inerte pendant 8 jours. Après purification sur silice, le composé 119 est obtenu avec un rendement de 52 % (Figure 102).  
























































  Sur le spectre RMN 1H du monoadduit‐2’ 116, les signaux des protons H‐5’ et H‐6’ (δ 6,90 ppm) du cycle B apparaissent sous la forme d’un seul doublet (J = 1,1 Hz). Par contre, dans le cas du  composé  tétraméthylé  119,  on  observe  deux  doublets  distincts  à  δ  6,94  et  7,14  ppm.  La valeur de  la  constante de  couplage obtenue pour  ces deux doublets  (J  = 8,6 Hz)  correspond à celle attendue pour des protons situés en ortho l’un de l’autre, ce qui est le cas des protons H‐5’ et H‐6’ (Figure 104). Ces données, ainsi que celles énoncées ci‐dessus, confirment l’addition du 2‐FMT en position 2’ du cycle B de la catéchine pour le monoadduit 116. 
 Figure 104. Zoom du spectre 1H du composé 119. 
ii. Monoadduit‐5’ 117 
Comme dans le cas du monoadduit 116, la caractérisation du composé 117 a été faite. Les signaux de la catéchine ainsi que ceux du 2‐FMT ont été retrouvés sur les spectres RMN 1H et 13C du composé 117. Les résultats obtenus confirment qu’il y a eu une seule addition du 2‐FMT sur la catéchine. En effet, sur le spectre RMN 1H, deux protons sur trois sont présents sur le cycle B de la catéchine et, en spectrométrie de masse,  la masse obtenue pour le monoadduit 117 (m/z 401,  [M‐H]‐)  corrobore  avec  une  monoaddition  du  2‐FMT  sur  la  catéchine.  De  plus,  une corrélation en HMBC est observée entre un carbone du cycle B de la catéchine, le C‐5’ (δ 120,9 ppm), et le proton H‐1’’ de l’unité 2‐FMT (δ 4,11 ppm), prouvant le lien entre l’unité catéchine et le 2‐FMT (Figure 105). 










































































































































































































































 Figure 110. Zoom du spectre 13C du diadduit 118. D’après les spectres RMN obtenus pour le diadduit 118, il semblerait que les deux thiols se soient positionnés en 2’ et 5’ du cycle B de la catéchine. Pour confirmer cela, nous avons une fois encore  procédé  à  la  tétraméthylation  des  groupements  hydroxyles  phénoliques  du  composé 
118, afin de réaliser une expérience RMN COSY long‐range comme pour les monoadduits 116 et 

































































































































































































































































d. Oxydation en solution modèle du vin Les  trois  adduits  formés  lors de  l’oxydation  chimique de  la  catéchine  en présence du 2‐FMT  en  milieu  aqueux  étant  isolés  et  caractérisés,  nous  avons  réalisé  la  même  réaction  en solution modèle du  vin  (solution  aqueuse  à  12 % v/v d’éthanol,  5  g/L d’acide  tartrique,  pH = 3,55) car il est  intéressant de voir l’influence de ce milieu sur la formation de ces trois adduits 
116‐118.  Dans  ces  conditions,  en  présence  de  2  équivalents  du  2‐FMT  et  du  FeCl3,  au  bout  de  2 heures de  réaction,  la  catéchine n’est  pas  convertie  totalement  (48 %),  comme dans  le  cas de l’oxydation  de  la  catéchine  en  solution  aqueuse  classique.  Seuls  deux  adduits  sont  formés  et isolés avec 6 % de rendement pour le monoadduit 116 et 12 % de rendement pour le diadduit 




































































-2 Fe2+, - 2H+
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 Conditions  116  117  118 2‐FMT (2 éq.), FeCl3 (2 éq.) t = 2 h  6 %  traces  12 % 2‐FMT (10 éq.), FeCl3 (6 éq.) t = 23 h  6 %  ‐  23 % Figure 116. Oxydation de la catéchine en présence du 2‐FMT en solution modèle du vin (rendements après purification). En solution modèle du vin, la réaction est donc plus lente et les rendements obtenus pour les  trois  adduits précédemment  isolés  sont  inférieurs  à  ceux obtenus  lors de  l’oxydation de  la catéchine en solution aqueuse classique. Deux hypothèses peuvent expliquer cette différence. La première  est  la présence d’autres molécules,  comme  l’acide  tartrique ou  l’éthanol,  en  solution modèle du vin, qui peuvent réagir comme nucléophiles avec les quinones formées. La deuxième possibilité est la différence de pH entre les deux milieux étudiés. En condition aqueuse classique, le pH est neutre,  tandis qu’en solution modèle du vin,  le pH est acide  (pH = 3,55  ici). Les  ions phénolates,  impliqués  dans  l’oxydation  des  catéchols,  sont  peu  présents  en  condition  acide  et donc la formation des quinones puis des thio‐ellagitannins est moins favorisée qu’à pH neutre. Cependant, dans les deux conditions étudiées, nous observons la formation des mêmes adduits avec seulement une addition‐1,6 nucléophile du 2‐FMT sur le cycle B de la catéchine. 






























































 Figure 118. Comparaison des spectres RMN 1H des milieux réactionnels des trois réactions d’oxydation de la catéchine en présence du 2‐FMT (acétone‐d6). L’oxydation  de  la  catéchine  au  fer(III)  paraît  donc  plus  efficace  que  l’oxydation  en présence d’oxygène. Pour activer la réaction d’oxydation de la catéchine en présence d’oxygène, la  réaction  est  lancée  en  solution  aqueuse  saturée  en  oxygène,  en  présence  d’une  quantité catalytique de fer (III) (10 %). Les monoadduits 116 et 117 et le diadduit 118 sont isolés avec seulement 3 %, 3 % et 4 % de rendement, respectivement (Figure 119). Nous obtenons donc 10 % d’adduits  thio‐catéchine avec 10 % de  trichlorure de  fer présents dans  le milieu. Seul  le  fer semble intervenir dans la formation des adduits thio‐catéchols. Pourtant lors de l’oxydation des catéchols  en  présence  de  fer(III),  celui‐ci  est  réduit  en  fer(II),  qui  peut  ensuite  catalyser l’oxydation de la catéchine en présence d’oxygène (Figure 30, cf. Chapitre I. II). Cependant, nous n’observons pas ce mécanisme ici. 
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 Figure 119. Oxydation de la catéchine en présence de 2‐FMT, d’oxygène et d’une quantité catalytique de fer(III). Pour conclure,  l’oxydation chimique de  la catéchine en présence du fer (III) et du 2‐FMT amène  à  la  formation de  trois  adduits,  le monoadduit‐2’,  le monoadduit‐5’  et  le  diadduit‐2’,5’. Seules deux positions du cycle B de la catéchine subissent l’addition du thiol, les positions 2’ et 5’,  ce  qui  signifie  que  l’addition  nucléophile  de  type Michael  se  produit  seulement  en  1,6.  Ces adduits sont formés aussi bien en solution aqueuse qu’en solution modèle du vin. Cependant, en solution modèle du vin,  la  réaction est plus  lente et  les adduits  thio‐catéchine sont  isolés avec des rendements  inférieurs à ceux obtenus en solution aqueuse classique. De plus,  les résultats obtenus lors de l’étude de l’oxydation de la catéchine en présence de fer et/ou d’oxygène portent à  croire que  le  trichlorure de  fer  joue un rôle crucial dans  la  formation de ces adduits  thiolés, puisque aucune réaction n’est observée sans fer(III), même en présence d’oxygène. 
f. Oxydation de la (—)‐épicatéchine en présence du 2‐FMT La  (—)‐épicatéchine  (11),  flavan‐3‐ol  du  vin,  est  l’épimère  de  la  (+)‐catéchine  (10)  au niveau de la fonction alcool en position 3 du cycle C. Sur l’épicatéchine, la liaison avec la fonction hydroxyle  est  orientée  en  α  tandis  que,  sur  la  catéchine,  elle  est  orientée  en  β.  Par  contre,  le noyau  catéchol de  ces deux molécules,  le  cycle B, ne présente aucune différence  (Figure 120). Cette  molécule  est  donc  aussi  susceptible  de  réagir  avec  les  composés  soufrés  odorants  en condition oxydante pour former des adduits thio‐catéchol. 
 Figure 120. Structure de la catéchine et de l’épicatéchine. 
1- 2-FMT (2 éq.)




























































Dans  la  littérature,  il  est  dit  que  l’épicatéchine  (11)  est  plus  oxydable  que  la  catéchine (10).209 Nous avons donc voulu vérifier cela pour  la  formation des adduits  thio‐catéchols dans les  conditions  oxydantes  chimiques  utilisées  précédemment  (FeCl3,  eau  Milli‐Q  ou  solution modèle du vin), en présence de l’arôme soufré 2‐FMT (52). 
i. En solution aqueuse 
La  (—)‐épicatéchine  (11)  est  mise  en  solution  aqueuse  (eau  Milli‐Q),  appauvrie  en oxygène,  en  présence  du  2‐FMT  et  du  trichlorure  de  fer  à  température  ambiante  sous atmosphère inerte (N2). En présence de 2 équivalents du thiol et de l’agent oxydant, seulement 68 % de l’épicatéchine est convertie, ce qui est légèrement supérieur au résultat obtenu avec la catéchine dans les mêmes conditions (57 %). Trois adduits sont isolés, les monoadduits‐2’ et 5’ (122‐123) avec 5 % et 3 % de rendement, respectivement, et le diadduit‐2’,5’ (124) avec 9 % de rendement (Figure 121). Comme dans le cas de la catéchine, nous avons fait des ajouts successifs du  thiol  et  du  fer(III)  jusqu’à  consommation  totale  de  l’épicatéchine.  Un  premier  ajout  de  2 équivalents du 2‐FMT puis du FeCl3 est effectué, puis, après 2 heures de réaction, l’addition de 2 équivalents  du  thiol  et  1  équivalent  de  l’agent  oxydant  est  faite  toutes  les  heures  jusqu’à disparition  totale  de  l’épicatéchine  dans  le  milieu  réactionnel.  Pour  cela,  il  est  nécessaire d’utiliser au total 8 équivalents du 2‐FMT et 5 équivalents du FeCl3, comme lors de l’oxydation de la catéchine. Dans ce cas, seul le diadduit 124 est isolé avec 39 % de rendement (Figure 121). 












































L’oxydation  de  l’épicatéchine  en  présence  du  2‐FMT  et  du  trichlorure  de  fer  a  aussi  été réalisée  en  solution  modèle  du  vin.  Dans  ce  cas,  avec  conversion  non  totale  ou  totale  de l’épicatéchine,  seul  le  diadduit‐2’,5’  124  est  isolé  avec  6  %  et  23  %  de  rendement, respectivement (Figure 122). La formation des deux monoadduits 122 et 123 n’a été observée qu’à l’état de trace, ne nous permettant pas de les isoler. 













































a. Oxydation en solution aqueuse Comme  lors de  l’oxydation de  la  catéchine  en présence du 2‐FMT, nous  avons  réalisé  la réaction en solution aqueuse classique, c’est‐à‐dire dans de l’eau Milli‐Q appauvrie en oxygène, à température  ambiante  sous  atmosphère  inerte  (N2).  Tout  d’abord,  la  catéchine  est  mise  en solution  en  présence  de  2  équivalents  du  3‐SH  (48)  et  du  trichlorure  de  fer.  La  réaction  est stoppée après 2 heures de réaction par ajout du dithionite de sodium. Après purification, 43 % de  catéchine  est  récupérée.  Dans  ces  conditions  de  réaction,  la  catéchine  n’est  donc  pas totalement convertie, comme dans le cas de son oxydation en présence du 2‐FMT. La formation de  monoadduits  et  de  diadduits  est  observée.  Cependant,  après  purification  sur  CLHP  semi‐préparative,  seul  le  diadduit 125  est  isolé  avec  18 %  de  rendement.  L’utilisation  du  3‐SH  en mélange  racémique  amène  à  la  formation  de  diastéréoisomères,  ce  qui  complexifie  la purification  des  différents  adduits  formés  (Figure  123).  D’ailleurs,  lors  des  analyses  RMN  du diadduit 125, nous avons observé un mélange des quatre diastéréoisomères 125a‐125d (Figure 124). Des  ajouts  successifs  du  3‐SH  et  du  trichlorure  de  fer  ont  été  réalisés  afin  de  convertir totalement la catéchine. Pour cela, un premier ajout composé de deux équivalents du thiol et du fer(III) est  fait, puis après 2 heures de  réaction,  l’addition de deux équivalents du 3‐SH puis 1 équivalent de FeCl3 est effectuée toutes les heures. Au total, l’utilisation de huit équivalents du 3‐SH  et  cinq  équivalents  du  fer(III)  est  nécessaire  pour  que  la  réaction  soit  totale.  Comme précédemment, seul le diadduit 125 est isolé avec 59 % de rendement (Figure 123).   
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 Conditions  monoadduits  125 3‐SH (2 éq.), FeCl3 (2 éq.) t = 2 h  Traces  18 % 3‐SH (8 éq.), FeCl3 (5 éq.) t = 5 h  traces  59 % Figure 123. Oxydation de la catéchine en présence de 3‐SH. (rendements après purification). 
 Figure 124. Structure des 4 diastéréoisomères 125. Afin de simplifier la réaction et afin d’isoler et caractériser tous les adduits thiolés formés, nous  avons  réalisé  la même  réaction  avec  un  seul  énantiomère  du  3‐SH,  le  (R)‐3‐SH,  purifiés comme  précédemment  décrit  (cf.  Chapitre  III.  I.2.a).  Pour  cela,  nous  avons  stoppé  la  réaction après l’ajout de seulement 2 équivalents du thiol et du fer (III), afin de favoriser la formation des monoadduits. Après purification sur CLHP préparative, les monoadduits 126 et 127 sont isolés avec  9 %  et  2 %  de  rendement,  respectivement,  et  le  diadduit  125a  est  isolé  avec  21 %  de rendement (Figure 125). 
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La caractérisation complète du monoadduit 126 a été faite afin d’identifier la position du (R)‐3‐SH sur la catéchine. Les résultats obtenus en spectrométrie de masse (m/z 445, [M+Na]+) ainsi qu’en RMN confirment  la présence d’une seule unité 3‐SH sur  la catéchine. Sur  le spectre RMN 1H du monoadduit 126, nous observons la disparition d’un proton aromatique du cycle B de la catéchine. De plus, l’observation d’une corrélation en HMBC entre le proton H‐3’’ de l’unité thiol (δ 3,37 ppm) et le carbone à δ 120,2 ppm situé sur le cycle B de l’unité catéchine confirme l’addition du (R)‐3‐SH sur le noyau catéchol (Figure 126). Les données RMN ont été comparées avec  celles  obtenues  pour  le  monoadduit‐2’  116  formé  entre  la  catéchine  et  le  2‐FMT.  Les déplacements  chimiques  ainsi  que  les  corrélations  obtenues  en  RMN  à  deux  dimensions  sont similaires. L’addition du thiol semble donc s’être aussi faite en 2’ du cycle B de la catéchine. 
1- (R)-3-SH (2 éq.)


























































































































Comme pour  le monoadduit 126,  la caractérisation du monoadduit 127 a également été faite.  L’analyse  par  spectrométrie  de masse  indique  que  ce  composé  est  aussi  un monoadduit (m/z 445, [M+Na]+). L’analyse RMN du composé 127 a été réalisée afin d’identifier la position du (R)‐3‐SH  sur  la  catéchine.  Comme  pour  le  monoadduit 126,  on  remarque  la  disparition  d’un proton  aromatique  du  cycle  B  de  la  catéchine  sur  le  spectre  RMN  1H.  De  plus,  une  tache  de corrélation en HMBC est présente entre le proton H‐3’’ de l’unité thiol (δ 3,22 ppm) et le carbone à δ 119.9 ppm du cycle B de l’unité catéchine (Figure 128). Les données RMN ont été comparées avec  celles  obtenues  pour  le  monoadduit‐5’  117  formé  entre  la  catéchine  et  le  2‐FMT.  Les déplacements  chimiques  ainsi  que  les  corrélations  obtenues  en  RMN  à  deux  dimensions  sont similaires.  Toutes  ces  données  portent  à  croire  que  le  (R)‐3‐SH  s’est  aussi  additionné  sur  la position 5’ du cycle B de la catéchine. 































Comme  pour  les  monoadduits  126  et  127,  la  caractérisation  du  composé  125a  a également  été  faite  afin  d’identifier  les  positions  du  (R)‐3‐SH  sur  la  catéchine.  L’analyse  par spectrométrie de masse (m/z 577, [M+Na]+) ainsi que les données RMN corroborent avec une di‐addition du thiol sur la catéchine. En effet, un seul proton aromatique est présent sur le cycle B de  la  catéchine  sur  le  spectre  RMN  1H  (Figure  130).  De  plus,  tous  les  signaux  RMN  1H  et  13C correspondant aux unités 3‐SH sont doublés. 
 Figure 130. Zoom du spectre 1H du diadduit 125a.    



















































































































































































































































Pour  identifier  l’emplacement  des  unités  3‐SH  sur  la  catéchine,  la  tétraméthylation  du diadduit 125a a été faite, afin de réaliser une expérience RMN COSY long‐range, comme dans le cas du diadduit 118 formé lors de l’oxydation de la catéchine en présence du 2‐FMT. Pour cela, le diadduit 125a  est mis  en  solution dans  l’acétone à  température ambiante  sous atmosphère inerte (N2), puis la base K2CO3 et le diméthyle sulfate sont ajoutés au milieu. Après 26 heures de réaction, l’adduit tétraméthylé 128 est isolé avec 13 % de rendement (Figure 131).  















































































































 Figure 134. Chromatogramme CLHP de la réaction d’oxydation enzymatique de la catéchine en présence du 3‐SH (méthode 6). Dans  les  conditions  enzymatiques  utilisées,  nous  obtenons  la  formation  des  mêmes adduits qu’en condition chimique (même temps de rétention et même masse). La formation du diadduit  reste majoritaire  par  rapport  aux monoadduits.  Cependant,  la  réaction  est  plus  lente que  celle  effectuée  en  solution  aqueuse  en  présence  de  fer(III)  et  la  catéchine  n’est  pas totalement convertie. 
3. RESULTATS OBTENUS DANS LA LITTERATURE 
Depuis plusieurs années, l’oxydation de catéchols du vin en présence de composés soufrés odorants  a  été  décrite  et  notamment,  des  équipes  ont  travaillé  sur  l’oxydation de  catéchols,  y compris  la  catéchine  et  l’épicatéchine,  en présence du 2‐FMT  (52)200, 202 et  du 3‐SH  (48).192‐202 Lors  de  ces  études,  il  a  été  montré  que  l’épicatéchine  était  plus  réactive  que  la  catéchine  en condition oxydante et que le 2‐FMT était un meilleur nucléophile que le 3‐SH.200, 202 Néanmoins, aucun adduit n’a été isolé et caractérisé entre ces flavan‐3‐ols et le 2‐FMT à ce jour. Dans le cas du  3‐SH,  des  adduits  formés  à  partir  de  la  catéchine  ou  de  l’épicatéchine  ont  été  isolés  par Nikolantonaki et al.201 Pour cela, ils ont travaillé en condition oxydante enzymatique en présence de PPO en solution modèle du vin. Trois adduits thiolés ont été identifiés lors de l’oxydation de la catéchine (Figure 135) et de l’épicatéchine (Figure 136). Les mêmes adduits que nous avons isolés  sont  obtenus  dans  le  cas  de  l’oxydation  de  l’épicatéchine  en  présence  du  3‐SH (monoadduits  en 2’  et  5’  et  diadduit  en 2’,5’).  Cependant,  dans  le  cas de  la  catéchine,  nous ne sommes pas en accord avec la structure du monoadduit‐6’ et du diadduit‐5’,6’ qu’ils proposent (Figure 135). Dans notre cas, nous observons uniquement des additions‐1,6 nucléophiles du 3‐SH en position 2’ et 5’ du cycle B, confirmées par les différentes expériences RMN réalisées. 
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 Figure 135. Résultats de l’oxydation de la catéchine en présence du 3‐SH obtenus par Nikolantonaki et al.201 
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III. OXYDATION  DU  METHYLGALLATE  EN  PRESENCE  D’AROMES 
SOUFRES Comme  pour  la  catéchine,  nous  avons  étudié  l’influence  d’un  composé  pyrogallolique simple, le méthylgallate, en présence des deux arômes soufrés volatils, le 2‐furanmethanethiol et le 3‐sulfanylhexan‐1‐ol,  en  condition oxydante. En effet,  les noyaux pyrogallols  sont  tout aussi susceptibles  de  former  des  quinones,  et  plus  exactement,  des  α‐hydroxy‐ortho‐quinones  qui peuvent capter les composés nucléophiles (Figure 137). 



































a. Oxydation en solution aqueuse Le  méthylgallate  est  mis  en  solution  aqueuse  (H2O  Milli‐Q)  appauvrie  en  oxygène  (0,7 mg/L d’oxygène dissous) sous atmosphère inerte à température ambiante, puis 2 équivalents du 2‐FMT puis du trichlorure de  fer sont ajoutés au milieu. La  formation des adduits d’intérêt est tout  de  suite  observée  après  l’ajout  de  l’agent  oxydant.  Après  1  heure  de  réaction,  le  milieu n’évolue plus. Après purification sur silice, le monoadduit 130 et le diadduit 131 sont isolés avec 4 %  et  10 %  de  rendement,  respectivement  (Figure  138).  Dans  ces  conditions,  le  substrat  de départ n’est pas converti totalement (64 %). Comme dans le cas de l’oxydation de la catéchine, des  ajouts  successifs  du  thiol  et  du  fer(III)  sont  alors  réalisés.  Pour  une  conversion  totale  du méthylgallate,  il  est nécessaire d’ajouter au  total 12 équivalents du 2‐FMT et 7 équivalents du FeCl3. Dans ces conditions, seul le diadduit 131 est isolé avec 72 % de rendement (Figure 138). L’isolation de ces deux adduits a permis leur caractérisation complète (cf. Partie expérimentale). 
 Conditions  130  131 2‐FMT (2 éq.), FeCl3 (2 éq.) t = 1 h  4%  10 % 2‐FMT (12 éq.), FeCl3 (7 éq.)  t = 5 h  ‐  72 % Figure 138. Oxydation du méthylgallate en présence du 2‐FMT (rendements après purification). 































Dans les mêmes conditions que l’oxydation en présence du 2‐FMT en solution aqueuse, la réaction  d’oxydation  du  méthylgallate  (129)  a  été  réalisée  en  présence  d’un  autre  composé soufré odorant présent dans le vin, le 3‐SH, en mélange racémique. En présence de 2 équivalents du thiol et du trichlorure de fer, le monoadduit 132 et le diadduit 133 sont isolés avec 12 % et 19 % de rendement, respectivement, avec un taux de conversion de 40 % du méthylgallate. Lors des ajouts successifs du thiol et du fer jusqu’à conversion totale du substrat, le monoadduit 132 et le diadduit 133 sont obtenus avec 17 % et 41 % de rendement, respectivement (Figure 140). 
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Pour conclure,  l’oxydation chimique du méthylgallate en présence du 2‐FMT ou du 3‐SH amène à  la  formation d’un monoadduit  et d’un diadduit. Ces adduits  sont  formés par  réaction d’addition‐1,4 ou  ‐1,6 nucléophile du  thiol sur  la quinone  formée  lors de  l’oxydation du noyau pyrogallol du méthylgallate. L’oxydation en présence du 2‐FMT semble plus  lente que celle en présence  du  3‐SH,  cependant,  les  rendements  obtenus  pour  les  thio‐méthylgallate  sont similaires  avec  une  préférence  pour  la  formation  du  diadduit.  L’étude  de  l’oxydation  du méthylgallate  au pH proche de  celui  du  vin  a montré  qu’à  pH  acide,  la  réaction  est  plus  lente mais les rendements obtenus pour les adduits thiolés sont légèrement supérieurs (79 % contre 72 % pour le diadduit 131). 
IV. OXYDATION  DE  LA  CASTALAGINE  ET  DE  LA  VESCALAGINE  EN 
PRESENCE D’AROMES SOUFRES Comme  pour  la  catéchine  et  le  méthylgallate,  nous  avons  étudié  l’influence  de  deux ellagitannins C‐glucosidiques identifiés dans le vin, présentant des unités pyrogallols comme le méthylgallate.  Comparée  à  celle  des  catéchols,  l’influence  des  composés  possédant  des  unités pyrogallols  sur  les arômes du vin n’a que  très peu été étudiée. Pourtant,  ces polyphénols  sont tout  aussi  susceptibles  de  capter  certains  arômes  du  vin  et  donc  d’influencer  les  qualités organoleptiques  comme  nous  l’avons  vu  précédemment  lors  de  l’oxydation  d’un  pyrogallol simple,  le méthylgallate. C’est pour  cela que nous avons décidé de  faire  cette  étude avec deux polypyrogallols,  la  (—)‐castalagine  (22)  et  son  épimère,  la  (—)‐vescalagine  (8).  Ces  deux composés possèdent chacun cinq groupements galloyls  susceptibles de  former des α‐hydroxy‐














































Le  but  de  ces  travaux  est  donc  d’isoler  et  de  caractériser  les  adduits  formés  entre  ces ellagitannins et les deux thiols d’intérêt, le 2‐furanmethanethiol et le 3‐sulfanylhexan‐1‐ol. Pour cela,  les  mêmes  conditions  de  réaction  utilisées  pour  l’oxydation  de  la  catéchine  et  du méthylgallate ont été utilisées (FeCl3, H2O Milli‐Q appauvrie en oxygène, température ambiante, sous atmosphère inerte, traitement réducteur avec le dithionite de sodium en fin de réaction). 
3. OXYDATION DE LA (—)‐CASTALAGINE EN PRESENCE DU 2‐FMT 
a. Etude analytique Tout  d’abord  nous  avons  étudié  l’oxydation  de  la  castalagine  à  l’échelle  analytique,  en présence du 2‐FMT et du trichlorure de  fer. Pour cela,  la castalagine (22) est mise en solution aqueuse appauvrie en oxygène sous atmosphère inerte (N2). La réaction est suivie par CLHP et CL/SM (méthode 6) afin d’identifier les différents adduits formés. La consommation quasi‐totale de  la  castalagine  nécessite  des  additions  successives  de  2  équivalents  du  thiol  et  de  l’agent oxydant  toutes  les  heures.  Au  total,  10  équivalents  du  2‐FMT  et  du  fer  sont  utilisés  avec  un temps  de  réaction  de  8  h.  Comme  on  peut  le  voir  sur  le  chromatogramme  obtenu  par  CLHP (Figure 142), il y a premièrement formation de 3 produits, correspondant en analyse CL/SM à la masse  des  monoadduits  (m/z  1069,  [M+Na]+),  puis  formation  des  diadduits  (m/z  1181, [M+Na]+) et du triadduit (m/z 1293, [M+Na]+). 
 Figure 142. Chromatogramme CLHP de la réaction d’oxydation de la castalagine en présence du 2‐FMT et de FeCl3 (méthode 6).  
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b. Isolation des adduits Afin d’isoler les adduits formés pour les caractériser, nous avons réalisé la même réaction dans  les  mêmes  conditions  à  l’échelle  préparative.  La  séparation  des  différents  adduits  s’est avérée difficile, mais, après deux purifications successives sur CLHP semi‐préparative (méthode 11),  les  trois adduits majoritaires ont pu être  isolés purs  (Figure 143). Le monoadduit 134,  le diadduit  135  et  le  triadduit  136  sont  isolés  avec  12  %,  19  %  et  4  %  de  rendement, respectivement  (Figure  144).  Ces  trois  composés  ont  ainsi  pu  être  caractérisés  afin  de déterminer la position des thiols sur le motif castalagine. 
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 Figure 145. Zoom du spectre RMN 1H du composé 134. Le monoadduit 134  a  trois  structures  possibles  car  trois  positions  sont  possibles  sur  la castalagine pour l’addition nucléophile du 2‐FMT : position 2’ sur le cycle galloyl III, sur le cycle galloyl IV ou sur le cycle galloyl V (Figure 146). 


















































































































































































































































































































La structure du  triadduit 136  est paradoxalement moins difficile à élucider que celle du monoadduit  134  et  du  diadduit  135,  car  l’addition  du  2‐FMT  sur  l’unité  castalagine  n’est possible que  sur  trois positions  (cycles galloyls  III,  IV  et V). Pour  confirmer  la  tri‐addition du thiol,  l’analyse par  spectrométrie  de masse du  composé 136  a  été  réalisée.  La masse  obtenue correspond à celle attendue pour le triadduit (m/z 1293, [M+Na]+). De plus, sur le spectre RMN 1H  du  composé  136,  on  peut  observer  trois  signaux  pour  chaque  proton  caractéristiques  de l’unité 2‐FMT ainsi que l’absence de signaux correspondant à un proton aromatique positionné sur un cycle galloyl (δ 6,50‐7,00 ppm) (Figure 151). La structure du triadduit 136 est donc celle proposée ci‐dessous (Figure 152). 
 Figure 151. Zoom du spectre RMN 1H du composé 136. 
 Figure 152. Structure du composé 136. 










































































































































































































































































































































L’étude de  l’oxydation de  l’épimère de  la  castalagine,  la  (—)‐vescalagine  (8),  a  aussi  été faite en présence du 2‐FMT dans les mêmes conditions que précédemment. Comme dans le cas de la castalagine, 7 adduits sont susceptibles de se former puisque les cycles galloyls III, IV et V peuvent  tous  les  trois  subir  l’attaque nucléophile du 2‐FMT  (Figure 154). En effet,  l’oxydation des  cycles  pyrogalloliques  III,  IV  et  V en  quinones  correspondantes,  suivie  de  l’attaque nucléophile  du  2‐FMT  sur  ces  électrophiles  peut  amener  à  la  formation  de  3 monoadduits,  3 diadduits et/ou un triadduit. Pour vérifier leur formation, les mêmes conditions d’oxydation de la castalagine ont été utilisées, c’est‐à‐dire que l’eau Milli‐Q utilisée comme solvant de réaction est appauvrie en oxygène, que la réaction se fait à température ambiante sous atmosphère inerte (N2) et qu’un agent réducteur, le dithionite de sodium, est ajouté au milieu en fin de réaction. 





































 Figure 155. Chromatogramme CLHP de la réaction d’oxydation de la vescalagine en présence du 2‐FMT et du FeCl3 (méthode 6). Pour  identifier  les  différents  adduits  formés,  l’analyse  par  CL/SM  a  été  réalisée.  Les résultats obtenus confirment la formation de trois monoadduits (m/z 1047, [M+Na]+, ainsi que trois diadduits (m/z 1159, [M+Na]+) (Figure 156). Le signal m/z du triadduit n’est pas observé ici. 
 Figure 156. Chromatogramme CLHP de la réaction d’oxydation de la vescalagine en présence du 2‐FMT avec les résultats obtenus en CL/SM (méthode 6). La  réaction  d’oxydation  de  la  vescalagine  a  ensuite  été  réalisée  à  l’échelle  préparative comme  dans  le  cas  de  la  castalagine.  Cependant,  les  essais  de  purification  sur  CLHP  semi‐préparative  ne  nous  ont  pas  permis  d’isoler  les  adduits  en  quantité  suffisante  pour  les caractériser.  Cependant  le  suivi  du  milieu  réactionnel  par  CLHP  et  CL/SM  nous  a  permis  de confirmer que les cycles pyrogallols III‐V de la vescalagine, comme dans le cas de son épimère, la castalagine, sont capables de s’oxyder en quinones et ainsi réagir avec un nucléophile soufré, le 2‐FMT. 
Minutes


















































 5                                 10                               15                                20!










" = 280 nm!
t = 1h ; 2 éq. 2-FMT et FeIII!
t = 1h ; 4 éq. 2-FMT et FeIII!
t = 1h ; 6 éq. 2-FMT et FeIII!
t = 1h ; 8 éq. 2-FMT et FeIII!
t = 1h ; 10 éq. 2-FMT et FeIII!
8!
Minutes






























t = 1h ; 4 éq. 2-FMT et FeIII!
 5                                10                                15                                20!
t/min !  !
















Après avoir étudié l’oxydation de la castalagine et de la vescalagine en présence du 2‐FMT, nous nous sommes intéressés à l’oxydation de ces deux composés en présence d’un autre thiol, le  3‐SH.  Comme  précédemment,  les  réactions  d’oxydation  sont  réalisées  en  solution  aqueuse (eau Milli‐Q)  appauvrie  en  oxygène  à  température  ambiante  sous  atmosphère  inerte.  L’agent oxydant  utilisé  est  le  trichlorure  de  fer  et,  en  fin  de  chaque  réaction,  un  agent  réducteur,  le dithionite de sodium, est ajouté au milieu. 
a. Etude analytique Comme  pour  le  2‐FMT,  nous  avons  tout  d’abord  étudié  l’oxydation  de  la  castalagine  à l’échelle  analytique,  en  présence  d’un  énantiomère  du  3‐SH,  le  (S)‐3‐SH  (48b),  isolé  comme décrit au début de ce chapitre (cf. Chapitre III. I.2.a). Des études préliminaires ont montré qu’il est  nécessaire  de  faire  des  ajouts  successifs  de  2  équivalents  du  thiol  et  du  fer(III)  toutes  les heures  pour  une  plus  grande  conversion  de  la  castalagine.  Cependant,  au  delà  de  l’ajout  de  8 équivalents du 3‐SH et du FeCl3, le milieu réactionnel se complexifie, ce qui n’était pas le cas lors de  l’oxydation de celle‐ci en présence du 2‐FMT. Cela peut être dû à  la présence de  la  fonction alcool libre du 3‐SH qui est aussi susceptible de réagir en tant que nucléophile avec les quinones. Nous  avons  alors  décidé  de  ne  pas  ajouter  plus  de  8  équivalents  de  ces  deux  réactifs  dans  le milieu,  même  si  la  castalagine  n’est  pas  complètement  convertie  (Figure  157).  Le  suivi  de  la réaction par CLHP et CL/SM nous a permis d’identifier trois monoadduits (m/z 1067, [M+H]+), trois diadduits (m/z 1199, [M+H]+) et un triadduit (m/z 1332, [M+H]+) (Figure 157). 
 Figure 157. Chromatogramme CLHP de la réaction d’oxydation de la castalagine en présence du (S)‐3‐SH (méthode 6). Minutes
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b. Isolation des adduits Afin de caractériser les adduits formés lors de l’oxydation de la castalagine en présence du (S)‐3‐SH,  la  même  réaction  a  été  réalisée  dans  les  mêmes  conditions  à  l’échelle  préparative (Figure 158). Comme précédemment, la réaction est stoppée après l’ajout total de 8 équivalents du  thiol et du  fer(III). La purification par CLHP semi‐préparative  (méthode 12) nous a permis d’isoler  le  monoadduit  majoritaire  137  avec  un  rendement  isolé  de  9  %  (Figure  159). Malheureusement, les essais de purification par CLHP ne nous ont pas permis d’isoler les autres adduits formés lors de cette réaction. 
 Figure 158. Oxydation de la castalagine en présence du (S)‐3‐SH et de fer(III). 
 Figure 159. Chromatogramme CLHP du monoadduit 137 isolés après purification par CLHP semi‐préparative (méthode 6) 
c. Caractérisation du monoadduit 137 Après isolation du composé 137, la caractérisation complète de celui‐ci a été faite afin de déterminer  sa  structure  exacte.  Les  résultats  obtenus  en  analyse  par  spectrométrie  de masse, 
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effet,  sur  le  spectre  RMN  1H  du  composé  137,  on  retrouve  les  signaux  caractéristiques  de seulement deux protons aromatiques H‐2’ sur trois (δ 6,88 et 6,67 ppm) (Figure 160). Aussi, les signaux caractéristiques d’une seule unité 3‐SH sont présents sur les spectres RMN 1H et 13C du composé 137. 
 Figure 160. Zoom du spectre RMN 1H du composé 137. Comme pour  le monoadduit 134  formé entre  la castalagine et  le 2‐FMT,  trois structures sont  possibles  pour  le  monoadduit  137:  l’addition  nucléophile  du  (S)‐3‐SH  peut  se  faire  en position 2’ du cycle galloyl III, du cycle galloyl IV ou du cycle galloyl V (Figure 161). 























































































































































































 Figure 164. Chromatogramme CLHP de la réaction d’oxydation de la vescalagine en présence du (S)‐3‐SH avec les résultats obtenus en CL/SM (méthode 6). Pour  conclure,  nous  avons montré que  les deux  ellagitannins C‐glucosidiques  étudiés,  la vescalagine et la castalagine, forment des adduits avec les deux thiols d’intérêt choisis, le 2‐FMT et le (S)‐3‐SH. D’ailleurs, l’isolation et la caractérisation des adduits majoritaires formés entre la castalagine  et  le  2‐FMT  ou  le  (S)‐3‐SH  ont  pu  être  réalisées  dans  les  conditions  d’oxydation chimique utilisées. Ces deux composés polypyrogalloliques sont donc tout aussi susceptibles de capter les arômes soufrés en condition oxydante. De même, on peut supposer que les six autres ellagitannins C‐glucosidiques identifiés dans le vin, la grandinine (23), et les roburines A‐E (24‐
28)  (Cf.  Figure 13, Chapitre  I),  possédant des noyaux pyrogallols,  peuvent  aussi  influencer  les quantités de composés soufrés odorants dans le vin en condition oxydante.  
Minutes











































" = 280 nm!
t = 1h ; !
2 éq. 3-SH, FeIII!
t = 1h ; !
4 éq. 3-SH,FeIII!
t = 1h ; !
8 éq. 3-SH, !
FeIII!
8!
 5                           10                          15                          20!
t/min !  !
Minutes








































" = 280 nm!
t = 1h ; !
4 éq. 3-SH,FeIII!
8!
                           10                          15                          20!






V. CONCLUSION Lors des étapes de vinification, du vieillissement en barrique et du stockage en bouteille, les molécules du vin évoluent, amenant à des modulations des qualités organoleptiques du vin. Parmi elles, on retrouve l’arôme du vin qui est une association de plusieurs composés présents dans le vin (cf. Chapitre I.  I.4). Des études ont montré que certains composés, appartenant à  la famille  des  polyphénols,  et  plus  particulièrement,  à  ceux  des  catéchols,  ont  un  impact  sur  les molécules aromatiques du vin.178‐184 Dans ce contexte, nous avons étudié l’influence de deux type de polyphénols sur deux composés soufrés volatils odorants présents dans le vin, le 3‐SH et le 2‐FMT : un polyphénol possédant une unité catéchol, la catéchine, et des composés pyrogalloliques plus ou moins complexes, le méthylgallate et deux ellagitannins C‐glucosidiques. Deux voies ont été  envisagées  pour  cette  étude  puisque  le  vin  est  à  la  fois  une  solution  aqueuse  légèrement acide  (pH = 3‐4)  où  il  peut  se produire des  réactions de  substitutions nucléophiles,15, 162‐163  et aussi une solution aqueuse oxygénée où il peut se passer des réactions d’oxydations amenant à la formation de nouveaux composés.178‐184 Dans un premier temps, nous avons montré la réactivité de la vescalagine, ellagitannin C‐glucosidique,  sur  les  deux  thiols  d’intérêt  choisis,  le  3‐SH  et  le  2‐FMT,  en  milieu  légèrement acide. Par réaction de substitution nucléophile de type SN1,25, 182‐183 trois nouvelles molécules ont ainsi pu être synthétisées avec de bons rendements  :  la (—)‐vescalagine‐2‐FMT (113),  la (—)‐vescalagine‐(R)‐3‐SH (114) et la (—)‐vescalagine‐(S)‐3‐SH (115) (Figure 165). Par cette étude, nous  avons  montré  que  la  perte  d’arôme  soufré  dans  le  vin  pouvait  être  en  partie  due  à  la formation  de  nouveaux  composés,  les  thio‐ellagitannins,  en  présence  de  la  vescalagine  en condition légèrement acide comme le vin. 









































































castalagine,  extraites  du  bois  par  le  vin  lors  de  l’élevage  en  fût  de  chêne.  Ces  composés phénoliques s’oxydent pour donner des espèces électrophiles très réactives, des ortho‐quinones. Ces  entités  vont  ensuite  réagir  avec  les  nucléophiles  du  vin,  comme  les  composés  soufrés odorants,  via  des  réactions  d’addition  conjuguée  (Figure  166).4  Afin  d’identifier  les  adduits pouvant  se  former  entre  la  catéchine/méthylgallate/vescalagine/castalagine  et  les  deux  thiols d’intérêt,  le 3‐SH et  le 2‐FMT, nous avons choisi de  travailler avec une oxydation chimique en présence de fer(III). 
 Figure 166. Déhydrogénation oxydative de phénols de type catéchol et pyrogallol en dérivés quinoniques.4  Tout d’abord, nous avons étudié  l’oxydation chimique de  la  catéchine en présence du 2‐FMT  et  du  3‐SH.  Dans  les  deux  cas,  nous  avons  isolé  trois  adduits:  le  monoadduit‐2’,  le monoadduit‐5’ et le diadduit‐2’,5’ (Figure 167). Seules deux positions du cycle B de la catéchine sont donc substituées par le thiol, les positions 2’ et 5’, ce qui signifie que l’addition nucléophile de type Michael se produit seulement en 1,6. Pour  la conversion totale de  la catéchine et pour obtenir de meilleurs rendements, il a été nécessaire de faire des ajouts successifs de thiol et de fer(III), nous amenant à l’isolation d’un seul composé, le diadduit‐2’,5’ avec un rendement de 58‐59 %. La réactivité des deux  thiols pour ces réactions semble donc être équivalentes car nous obtenons des rendements similaires. 
















































































présence d’autres molécules dans le milieu, comme l’acide tartrique et l’éthanol, qui complexifie la réaction. Dans la littérature, il est dit qu’un autre flavan‐3‐ol du raisin, la (—)‐épicatéchine, est plus réactive que  la catéchine,  son épimère.209 Pour vérifier cela dans  les conditions oxydantes que nous  avons utilisées,  nous  avons  testé  la  réaction  entre  le  2‐FMT et  ce  composé  catécholique. Comme dans le cas de la catéchine, trois adduits sont formés, le monoadduit‐2’, le monoadduit‐5’ et le diadduit‐2’,5’. Cependant, les rendements sont inférieurs à ceux obtenus lors de l’oxydation de  la  catéchine  dans  les  mêmes  conditions.  Ces  résultats  peuvent  être  expliqués  par  une réactivité plus élevée de l’épicatéchine induisant la formation d’autres composés plus complexes non isolés lors de ces études (oligomères, polymères).  L’oxydation de la catéchine a aussi été testée en présence d’une enzyme, la tyrosinase, et du 3‐SH pour comparer avec les résultats obtenus lors de l’oxydation chimique en présence du trichlorure de fer. Effectivement, nous avons mis en évidence la formation des mêmes adduits, le monoadduit‐2’,  le monoadduit‐5’  et  le  diadduit‐2’,5’.  Cependant,  ces  conditions  semblent  être moins efficaces pour la formation des adduits thio‐catéchine.  Notre étude a aussi montré que la présence du fer dans le milieu sous la forme FeCl3 est nécessaire  pour  l’oxydation de  la  catéchine  et  la  formation de  ces  adduits.  Ici,  la  catéchine ne réagit pas en présence d’oxygène seul. Dans un second temps, nous avons étudié l’oxydation d’un composé pyrogallolique simple, le méthylgallate en présence du 2‐FMT et du 3‐SH dans les mêmes conditions d’oxydation. Cette étude  a  permis  d’isoler  quatre  nouveaux  composés,  deux monoadduits  et  deux  diadduits.  Les rendements  obtenus  pour  la  formation  de  ces  adduits  thiolés  sont  supérieurs  à  ceux  obtenus lors de  l’oxydation de  la catéchine dans  les mêmes conditions. Cela appuie  l’hypothèse que  les noyaux pyrogallols sont à priori plus facilement oxydables en quinones que les noyaux catéchols et  donc,  qu’ils  sont  plus  à même  de  réagir  avec  les  composés  soufrés.  De  plus,  cette  étude  a permis  de montrer  que  la  formation  des  adduits  thio‐méthylgallate  est  plus  lente  à  pH  acide mais que les rendements obtenus pour ces adduits sont légèrement supérieurs. Pour finir, nous avons étudié l’oxydation chimique de deux polypyrogallols plus complexe, la  vescalagine  et  la  castalagine,  en  présence  du  2‐FMT  et  du  (S)‐3‐SH.  Dans  le  cas  de  la castalagine, en présence du 2‐FMT ou du (S)‐3‐SH, sept adduits sont formés (trois monoadduits, trois  diadduits  et  un  triadduit).  Dans  les  deux  cas,  nous  avons  réussi  à  isoler  les  adduits majoritaires, c’est‐à dire,  le monoadduit 134,  le diadduit 135,  le triadduit 136,  formés entre la castalagine et le 2‐FMT (Figure 168), et le monoadduit 137, formé entre la castalagine et le (S)‐3‐SH (Figure 169). 
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 Figure 168. Structure des trois adduits isolés lors de l’oxydation de la castalagine en présence du 2‐FMT. 























































































































Dans un premier temps, l’oxydation de deux dérivés de la vescalagine, les acutissimines A et  B,  a  été  étudiée  en  condition  oxydante.  Quatre  molécules  ont  ainsi  pu  être  identifiées. L’oxydation  de  l’acutissimine  A  amène  à  la  formation  de  la  mongolicaïne  A  (90),  composé naturel  isolé pour  la première  fois de Quercus mongolica, et un nouveau composé analogue du camelliatannin G (103). Dans le cas de l’oxydation de l’acutissimine B, il y a aussi formation de deux  composés,  le  composé 104,  qui  s’avère  être  la mongolicaïne  B  (structure  révisée)  et  un autre analogue du camelliatannin G, le composé 105. La formation de ces quatre composés fait intervenir à la fois le cycle A de la partie catéchine et le cycle pyrogallol I de la partie vescalagine En effet, ces deux types de composés ainsi générés lors de l’autoxydation des acutissimines sont formés à partir d’un intermédiaire réactionnel commun qui résulte de l’addition‐1,6 nucléophile d’un  groupement  hydroxyle  du  cycle  A  de  la  catéchine  sur  le  cycle  pyrogallol  I  de  l’unité vescalagine.  Dans  le  cas  des  mongolicaïnes,  une  unité  o,m‐hydroxyphenylcyclopentenone  est ainsi  formée  et,  dans  le  cas  des  analogues  du  camelliatannin  G,  il  s’agit  d’une  unité  δ‐lactone hémiacétalique.  Ces  composés  sont  tout  aussi  susceptibles  de  se  former  dans  le  vin  puisque celui‐ci est oxygéné tout au long des étapes de vinification, d’élevage, de mise en bouteille et de conservation.  D’ailleurs,  des  travaux  précédents  effectués  dans  notre  unité  de  recherche  ont montré la présence des mongolicaïnes A et B dans une fraction ellagique de vin rouge élevé en fût de chêne.195 En  plus  de  l’étude  de  la  réactivité  chimique  de  ces  deux  flavano‐ellagitannins  présents dans  le  vin  en  condition  oxydante,  notre  étude  a  aussi  permis  d’établir  une  voie  probable  de biosynthèse  des  mongolicaïnes  A  et  B  dans  les  plantes  ainsi  qu’un  mécanisme  réactionnel pouvant  expliquer  la  présence  de  structure  oxydée  plus  complexe  comme  celle  du camelliatannin G. Dans  un  deuxième  temps,  les  travaux  de  cette  thèse  ont  été  consacrés  à  l’étude  de l’influence des tannins sur les composés soufrés odorants volatils du vin en condition oxydante. Pour cela, une oxydation chimique en solution aqueuse appauvrie en oxygène a été choisie en présence  du  trichlorure  de  fer.  Celle‐ci  nous  a  permis  d’isoler  des  adduits  formés  entre  des composés  catécholiques,  comme  la  catéchine,  ou  des  composés  pyrogalloliques,  comme  le méthylgallate,  la  vescalagine  et  la  castalagine,  et  deux  thiols  présents  dans  le  vin,  le  2‐furanmethanethiol (52) et le 3‐sulfanylhexan‐1‐ol (48). Lors  de  l’oxydation  des  deux  flavanols  en  présence  du  2‐FMT  ou  du  3‐SH,  trois  adduits sont formés, deux monoadduits et un diadduit. La caractérisation de ces composés a permis de montrer  que  seules  deux  positions  du  cycle  catéchol  sont  mises  en  jeu  et  donc  qu’il  y  a seulement une  addition‐1,6 nucléophile  des  composés  soufrés  sur  les ortho‐quinones  formées 
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lors de l’oxydation de la catéchine ou de l’épicatéchine. Cette même réaction en solution modèle du vin ou en condition enzymatique en présence de la tyrosinase amène aussi à la formation de ces trois composés. Une étude sur la formation de ces adduits a révélé que l’agent oxydant utilisé lors de ces études d’oxydation (Fe3+) est un réactif nécessaire à la formation de ces trois composés, puisque, sans lui, aucune réaction d’oxydation ne se déroule, même en présence d’oxygène.  Dans  un même  temps,  la  réaction  d’oxydation  de  composés  pyrogalloliques  été  étudiée dans  les mêmes  conditions d’oxydation  chimique  en présence du 2‐furamethanethiol  (2‐FMT) ou du 3‐sulfanylhexan‐1‐ol (3‐SH). L’oxydation de ces deux ellagitannins C‐glucosidiques amène à la formation de 7 adduits résultant de l’addition nucléophile du thiol sur les cycles pyrogallols oxydés  en  α‐hydroxy‐ortho‐quinone.  Dans  le  cas  de  l’oxydation  de  la  castalagine,  les  trois adduits majoritaires 134‐136  formés en présence du 2‐FMT ont pu être  isolés  et  caractérisés ainsi que le monoadduit majoritaire 137 formé en présence du (S)‐3‐SH. Les monoadduits 134 et  137  résultent  de  l’addition  nucléophile  du  thiol  sur  le  cycle  IV  de  l’unité  castalagine,  le diadduit 135, sur les cycles III et IV et le triadduit 136 sur les cycles III, IV et V. L’oxydation de la vescalagine n’a pas permis l’isolation d’adduits comme dans le cas de la castalagine, puisque la réaction  de  celle‐ci  en  présence  du  2‐FMT  ou  du  3‐SH  amène  à  un  milieu  plus  complexe, sûrement  dû  à  une  réactivité  plus  élevée  de  la  vescalagine  par  rapport  à  son  épimère. Cependant,  l’étude  analytique  a  confirmé  la  formation des monoadduits  et  des diadduits  dans ces mêmes conditions de réaction. En parallèle, nous avons aussi montré que la vescalagine pouvait capter le 2‐FMT ou le 3‐SH  par  substitution  nucléophile  en  condition  légèrement  acide  pour  former  des  thio‐ellagitannins. L’influence  de  certains  polyphénols  sur  les  composés  aromatiques  soufrés  a  déjà  été décrite dans la littérature, cependant, les noyaux pyrogallols comme ceux de la vescalagine et de la castalagine ont été très peu étudiés. Ces travaux de thèse ont donc permis de montrer que les composés pyrogalloliques,  comme  les  composés  catécholiques, peuvent aussi bien  s’oxyder en quinones et ainsi capter les arômes soufrés présents dans le vin. De plus, en condition acide, ils peuvent aussi réagir avec ces composés et ainsi participer à la disparition de certains composés odorants participants à l’arôme du vin. Pour  conclure,  le  vin  est  un  milieu  complexe  qui  évolue  tout  au  long  des  étapes  de vinification. Il est à la fois un milieu légèrement acide (pH = 3‐4) et un milieu oxydant (oxygène, métaux  de  transition),  autorisant  de  nombreuses  réactions  chimiques  participant  à  la modification  des  qualités  organoleptiques  du  vin.  Afin  de  comprendre  et  de  contrôler  ces modifications,  il  est  intéressant d’étudier  les  réactions chimiques pouvant se produire dans ce breuvage.  Par  ces  travaux,  nous  avons montré  que  deux  flavano‐ellagitannins,  se  formant  par 
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b. Résonance magnétique nucléaire (RMN) Les  spectres  RMN  1H  sont  enregistrés  dans  le  solvant  indiqué  sur  un  appareil  Bruker Avance II 300 MHz ou Bruker DPX 400 MHz ou 700 MHz. La valeur des déplacements chimiques (δ)  est  exprimée  en  parti  par million  (ppm),  par  rapport  au  signal  résiduel  du  solvant  utilisé comme  référence  interne  (D2O : δ  4,79  ppm ;  acétone‐d6 : δ  2,05  ppm ; MeOD‐d4 : δ  3,31  ppm, CDCl3 : δ 7,26 ppm).215 La valeur des constantes de couplages (J) sont données en Hertz (Hz) par ordre croissant. Les abréviations suivantes sont utilisées pour décrire la multiplicité des signaux : s (singulet), d (doublet), dd (doublet dédoublé), t (triplet), q (quadruplet), m (massif complexe ou multiplet). Les spectres RMN du carbone 13C sont enregistrés dans le solvant indiqué sur un appareil Bruker  Avance  II  300  MHz  (à  75,5  MHz)  ou  DPX  400  MHz  (à  100  MHz).  La  multiplicité  des signaux  du  carbone  est  déterminée  par  des  expériences  DEPT  135  (CH  et  CH3  positifs,  CH2 négatifs). La valeur des déplacements chimiques (δ) est exprimée en partie par millions (ppm), par rapport au signal résiduel du solvant utilisé comme référence interne (acétone d6 : δ 206,26 ppm ;  MeOD‐d4 :  δ  49,00  ppm ;  CDCl3 :  δ  77,16  ppm).215  Les  connectivités  structurales  sont déterminées par des expériences HMQC/HSQC, HMBC, COSY et TOCSY. L’expérience  RMN  COSY  long‐range  a  été  réalisée  avec  un  délai  de  300  ms208  et  les expériences HMBC avec une constante 13 de 2, 4, 7, 8 ou 10 Hz. 
c. Spectrométrie de masse (SM)   Les  analyses  basse  résolution  (LRMS)  et  haute  résolution  (HRMS)  ont  été  réalisées  par ionisation par  électronébulisation  (ESI,  ElectroSpray  Ionisation)  ou par désorption de  champs (Field Desorption, FD) en mode positif ou négatif par le laboratoire de spectrométrie de masse du Centre d’Etude Structurale et d’Analyse des Molécules Organiques (CESAMO) de l’Université de Bordeaux 1, et par le laboratoire de spectrométrie de masse de l’Institut Européen de Chimie et Biologie (IECB) de Pessac. 










A solution of acutissimin A (9, 179 mg, 0.15 mmol) in water (130 mL) was heated at 60°C and kept in ambient air under stirring. The reaction progress was monitored by HPLC (method 1). It was decided to stop the reaction after 33 h, after which time the formation of camelliatannin G analogue 103  as a major product was still predominant over  that mongolicain A  (90). The reaction  mixture  was  then  evaporated  to  furnish  a  brown  solid  residue.  This  residue  was dissolved  in water  and  purified  by  a  first  semi‐preparative  HPLC  (method  2),  followed  by  a second semi‐preparative HPLC (method 3),  to furnish, after freeze‐drying, 103 as a yellowish amorphous powder (21 mg, 11 %). 
tR = 25.90 min (method 4). 
1H NMR [400 MHz, acetone‐d6/D2O (8:2)] δ 2.24 (dd, J = 4.2, 17.8 Hz, 1 H, Hα‐4’), 2.69 (d, J = 17.8 Hz, 1 H, Hβ‐4’), 4.02 (d, J = 12.5 Hz, 1 H, Hα‐6), 4.51 (d, J = 11.8 Hz, 1 H, Hβ‐6), 4.71 (s, 1 H, H‐3’), 4.81 (s, 1 H, H‐1), 5.46 (m, 4 H, H‐3, H‐4, H‐5, H‐2’), 5.76 (s, 1 H, H‐2), 6.01 (s, 1 H, H‐6’), 6.50 (d, J = 8.2 Hz, 1 H, H‐6”), 6.53 (s, 1 H, HIV‐2’), 6.64 (s, 1 H, HIII‐2’), 6.65 (m, 2 H, H‐2’’, H‐5”), 7.09 (1s, 1 H, HV‐2’) ppm. 





















































































 NMR signal assignments of Camelliatannin G analogue 103 in acetone‐d6/D2O (8:2) 400 MHz. Position  δH mult (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  4.81 s  50.4   C‐1  C‐3, C‐4'a, C‐6’, C‐7', C‐8',  C‐8'a, CI‐2', CI‐4', CI‐5',  H‐2, H‐3 2  5.76 s  74.9   C‐2  C‐1, C‐4, C‐8', CI‐5', CI=O,  H‐3, H‐4 3  5.46 m  70.9   C‐3  C‐1, C‐2, C‐4, C‐5, CII=O, H‐1 4  5.46 m  68.9   C‐4  C‐2, C‐5, H‐3, H‐5, H‐6 5  5.46 m  70.3   C‐5  C‐4, CV=O, H‐3, H‐4, H‐6 6  α 4.02 d (J = 12.5 Hz) β 4.51 d (J = 11.8 Hz)  65.6   C‐6  C‐4, C‐5 

















































































4'V    136.9     HV‐2' 5'I    86.6     H‐1, H‐2 6'II    112.7      6'III    113.5     HIII‐2' 6'IV    114.6     HIV‐2' 6'V    116.6     HV‐2' 
Carbonyls            CI=O    164.1     H‐2 CII=O    163.3     H‐3 CIII=O    167.0     HIII‐2' CIV=O    169.4     H‐6, HIV‐2' CV=O    166.6     H‐4, HV‐2' 1'I    167.7      6'I    163.1      
Catechin            2'  5.46 m  78.4   C‐2'  C‐1", H‐4', H‐2", H‐6" 3'   4.71 s  66.8   C‐3'  C‐4'a, H‐2', H‐4' 
4'   α 2.24 dd (J = 4.2, 17.8 Hz) β 2.69 d (J = 17.8 Hz)   23.8   C‐4'  C‐2', C‐3', C‐4'a, C‐5',  C‐8'a  4'a    101.6     H‐1, H‐4', H‐6' 5'    158.1    H‐4', H‐6’ 








A solution of acutissimin B (82, 183 mg, 0.15 mmol) in water (130 mL) was heated at 60 °C and kept  in  ambient  air  under  stirring  for  6  days,  after  which  time  HPLC monitoring  (method  1) indicated  no  further  evolution  of  the  reaction  mixture.  This  mixture  was  then  evaporated  to furnish a brown solid residue. This residue was dissolved in water and purified by a first semi‐preparative  HPLC  (method  2),  followed  by  a  second  semi‐  preparative  HPLC  (method  3),  to furnish, after freeze‐drying, compouns 104  (8 mg, 5 %) and camelliatannin G analogue 105  (9 mg, 5 %). 
tR = 23.90 min (method 4). 
1H NMR [400 MHz, acetone‐d6/D2O (8:2)] δ 2.54 (dd, J = 8.3, 16.0 Hz, 1 H, Hα‐4’), 2.82 (dd, J = 5.4, 16.0 Hz, 1 H, Hβ‐4’), 3.98 (d, J = 12.8 Hz, 1 H, Hα‐6), 4.01 (s, 1 H, H‐1), 4.04 (d, J = 5.7 Hz, 1 H, H‐3’), 4.31 (s, 1 H, HI‐1’), 4.63 (d, J = 13.8 Hz, 1 H, Hβ‐6), 4.66 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, H‐2’), 5.10 (d, J = 7.2 Hz, 1 H, H‐3), 5.49 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, H‐5), 5.53 (d, J = 8.1 Hz, 1 H, H‐4), 5.82 (s, 1 H, H‐2), 6.15 (s, 1 H, H‐8’), 6.57 (s, 1 H, HIV‐2’), 6.60 (s, 1 H, HIII‐2’), 6.71 (dd, J = 1.9, 8 Hz, 1 H, H‐6”), 6.78 (d, J = 8.1 Hz, 1 H, H‐5”), 6.87 (1s, 2H, HV‐2’, H‐2”) ppm. 



















































































 NMR signal assignments of compound 104 in acetone‐d6/D2O (8:2) 400 MHz. Position  δH mult (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  4.01 s  47.9   C‐1  C‐3, C‐4'a, C‐5', C‐7’, CI‐1', CI‐4',  CI‐5', H‐2, H‐3, HI‐1' 2  5.82 s  76.5   C‐2  C‐1, C‐4, C‐4'a, CI‐5', CI=0, H‐4 3  5.10 d (J = 7.2 Hz)  71.6   C‐3  C‐1, C‐5, CII=O, H‐1 4  5.53 d (J = 8.1 Hz)  68.2   C‐4  C‐5, H‐2, H‐6 5  5.49 d (J = 7.6 Hz)  70.8   C‐5  CIII=O, H‐4, H‐3 6  α 3.98 d (J = 12.8 Hz) β 4.63 d (J = 13.8 Hz)  64.9   C‐6  C‐4, CIV=O 















































































4'V    136.9     HV‐2' 5'I    89.1     H‐1, H‐2, HI‐1' 5'[II‐V]    144.5 ‐144.6     HIII‐2', HIV‐2', HV‐2' 6'II    112.1      6'III    113.4     HIII‐2' 6'IV    114.4     HIV‐2' 6'V    116.9     HV‐2' 
Carbonyls            CI=O    168.1     H‐2, HI‐1' CII=O    163.7     H‐3 CIII=O    167.1     HIII‐2' CIV=O    169.3     H‐6, HIV‐2'IV CV=O    166.9     H‐5, HV‐2'  4'I    196.8    H‐1 



































































































 NMR signal assignments of camelliatannin G analogue 105 in acetone‐d6/D2O (8:2) 400 MHz. Position  δH mult (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  4.69 m  50.9  C‐1  C‐4, C‐5', C‐6', CI‐2', CI‐4',  CI‐5', H‐2 2  5.88 s  73.5  C‐2  C‐1, C‐4, C‐4a, C‐6', CI‐5', CI=O 3  5.53 m  74.9  C‐3   4  5.43 m  69.4  C‐4  H‐1, H‐2, H‐6 5  5.46 m  70.5  C‐5  H‐4, H‐6 6  4.69 m 3.95 m  65.2  C‐6  C‐5 



















































































6'IV    114.5    HIV‐2' 6'V    116.7    HV‐2' 
Carbonyls             1'I    168.3     CI=O    164.5    H‐2 CII=O, 6’I    163.5, 163.7     CIII=O    166.9    HIII‐2' CIV=O    169.3    HIV‐2' CV=O    167.1    HV‐2' 








To a stirred solution of (–)‐vescalagin (8, 36 mg, 0.038 mmol) in dry THF/TFA (10 mL/100 µL) at 60 °C was added 2‐FMT (52, 16 µL, 0.154 mmol). The reaction was stirred under nitrogen atmosphere for 15 hours, after which time HPLC monitoring (method 6) indicated completion of the reaction. The solvent was evaporated under reduced pressure to give a pinkish powder. The  residue was  dissolved  in water  and  purified  by  a  semi‐preparative HPLC  (method  7)  to furnish, after freeze‐drying, compound 106 (30.5 mg, 76 %). 
tR = 11.54 min (method 6). 
1H NMR [400 MHz, MeOD‐d4]: δ 4.01 (d, J = 12.5 Hz, 1H, Hβ‐6), 4.15 (m, 2H, H‐1"), 5.50 (s, 1H, H‐1), 4.63 (d, J = 7.1 Hz, 1H, H‐3), 4.93 (d, J = 11.0 Hz, 1H, Hα‐6), 5.15 (t, J = 7.2 Hz, 1H, H‐4), 5.25 (s, 1H, H‐2), 5.55 (d, J = 7.4 Hz, 1H, H‐5), 6.27 (m, 1H, H‐4"), 6.34 (m, 1H, H‐3"), 6.58 (s, 1H, HIV‐2’), 6.66 (s, 1H, HV‐2’), 6.73 (s, 1H, HIII‐2’), 7.40 (s, 1H, H‐5") ppm. 






































































 NMR signal assignments of vescalagin‐Smethylfuran 106 in MeOD‐d4 400 MHz. Position  δH mult. (J en Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  4.50 s  43.5  C‐1  H‐2, H‐3, H‐1", C‐3, CI‐1', CI‐2', CI‐3', C‐1" 2  5.25 s  76.2  C‐2  H‐4, C‐1, C‐4, CI‐2', CI‐3', CI=O 3  4.63 d (J = 7.1 Hz)  70.6  C‐3  H‐1, H‐4, H‐5, C‐1, C‐4, C‐5, CII=O 4  5.15 t (J = 7.2 Hz)  69.6  C‐4  H‐2, H‐3, H‐5, Hβ‐6, C‐2, C‐4, C‐5, CV=O 5  5.55 d (J = 7.4 Hz)  70.9  C‐5  H‐3, H‐4, H‐6, C‐4, C‐6, CIII=O 6  α 4.01 d (J = 12.5 Hz) β 4.93 d (J = 11 Hz)  65.3  C‐6  H‐5, C‐4, C‐5, CIV=O 
Aromatics             1'I     124.2     H‐1 1'II    127.4     1'III    124.9    HIII‐2' 1'IV    126.5    HIV‐2' 1'V    124.5    HV‐2' 2'I    116.6    H‐1, H‐2 2'II ,6'[I‐II]    115.5, 114.7, 113.1     2'III  6.73 s  108.5  CIII‐2'  CIII‐1', CIII‐4', CIII‐5', CIII‐6', CIII=O 2'IV  6.58 s  107.1  CIV‐2'  CIV‐1', CIV‐4', CIV‐5', CIV‐6', CIV=O 2'V  6.66 s  108.7  CV‐2'  CV‐1', CV‐4', CV‐5’, CV‐6', CV=O 3'I    143.5    H‐1, H‐2 
3'[II‐V], 5'[I‐II]   


































































4'III    136.3    HIII‐2' 4'IV    135.7    HIV‐2' 4'V    137.0    HV‐2' 5'III    145.3    HIII‐2' 5'[IV‐V]    145.1, 145.1    HV‐2', HIV‐2' 6'III    114.2    HIII‐2' 6'IV    114.6    HIV‐2' 6'V    116.4    HV‐2' 
Carbonyls             CI=O    164.7    H‐2 CII=O    165.4    H‐3 CIII=O    167.1    H‐5, HIII‐2' CIV=O    169.2    H‐6, HIV‐2' CV=O    166.6    H‐4, HV‐2' 








To  an  ice‐cold  stirred  solution  of  3‐SH  (48,  3.76  g,  0.28  mol),  N‐(tert‐Butoxycarbonyl)‐L‐phenylalanine (7.50 g, 0.28 mol) and DMAP (34 mg, 2.8 × 10‐4 mol) in dry CH2Cl2 (200 mL) was added DIC (8.7 mL, 0.056 mol). The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen  atmosphere  overnight.  The  solution  was  concentrated  until  dryness,  and  then dissolved  in Et2O (100 mL). The resulting suspension was  filtrated and the solid was washed Et2O (3 × 100 mL). The filtrate was washed with 0.5M aqueous HCl (3 × 100 mL) and brine (3 × 100 mL), dried over MgSO4, filtered and evaporated to dryness to get the crude product, which was purified by column chromatography, eluting with cyclohexane‐AcOEt (98:2 to 9:1), to yield mixture  of  compounds  110a  and  110b  as  a  colorless  oil  (9.5  g,  89  %).  The  residue  was dissolved in Hexane‐IPrOH mixture (98:2) and purified by a semi‐preparative HPLC (method 9) to furnish, after evaporation of solvents, pure diastereoisomers 110a and 110b.  
Rf = 0.4 (cyclohexane‐ACoEt, 9:1).  tR = 14.34 min (method 8). 
1H NMR [300 MHz, CDCl3]: δ 0.93 (t, J = 6.9 Hz, 3H, H‐1), 1.31 (d, J = 7.6 Hz, 2H, H‐2), 1.44 (s, 9H, CH3‐Boc), 1.52 (m, 2H, H‐3), 1.97 (m, 2H, H‐5), 2.72 (m, 1H, H‐4), 3.08 (d, J = 6.1 Hz, 2H, H‐9), 4.28 (m, 2H, H‐6), 4.57 (m, 1H, H‐8), 5.02 (m, 1H, NH‐8), 7.29, 7.16 (m, 5H, H‐11, H‐12, H‐13, H‐14, H‐15) ppm. 































To  an  ice‐cold  stirred  solution  of  3‐SH  (48,  3.76  g,  0.28  mol),  N‐(tert‐Butoxycarbonyl)‐L‐phenylalanine (7.50 g, 0.28 mol) and DMAP (34 mg, 2.8 × 10‐4 mol) in dry CH2Cl2 (200 mL) was added DIC (8.7 mL, 0.056 mol). The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen  atmosphere  overnight.  The  solution  was  concentrated  until  dryness,  and  then dissolved  in Et2O (100 mL). The resulting suspension was  filtrated and the solid was washed Et2O (3 × 100 mL). The filtrate was washed with 0.5M aqueous HCl (3 × 100 mL) and brine (3 × 100 mL), dried over MgSO4, filtered and evaporated to dryness to get the crude product, which was purified by column chromatography, eluting with Cyclohexane‐AcOEt (98:2 to 9:1), to yield mixture  of  compounds  110a  and  110b  as  a  colorless  oil  (9,5  g,  89  %).  The  residue  was dissolved in Hexane‐IPrOH mixture (98:2) and purified by a semi‐preparative HPLC (method 9) to furnish, after evaporation of solvents, pure diastereoisomers 110a and 110b.  
Rf = 0.4 (cyclohexane‐ACoEt, 9:1).  tR = 15.80 min (method 8). 
1H NMR [300 MHz, CDCl3]: δ 0.93 (t, J = 6.9 Hz, 3H, H‐1), 1.37 (m, 2H, H‐2), 1.44 (s, 9H, CH3‐Boc), 1.52 (m, 2H, H‐3), 1.99 (m, 2H, H‐3), 2.77 (m, 1H, H‐4), 3.09 (d, J = 5.9 Hz, 2H, H‐9), 4.31 (m, 2H, H‐6), 4.58 (m, 1H, H‐8), 5.01 (m, 1H, NH‐8), 7.29, 7.16 (m, 5H, H‐11, H‐12, H‐13, H‐14, H‐15) ppm. 





















































































































































To a stirred solution of  (—)‐vescalagin  (8, 46 mg, 0.049 mmol)  in dry THF/TFA (15 mL/150 
µL)  at  50  °C was  added  (R)‐3SH  (48a,  31 mg,  0.230 mmol).  The  reaction was  stirred  under nitrogen  atmosphere  for  24  hours,  after  which  time  HPLC monitoring  (method  6)  indicated completion of the reaction. The solvent was evaporated under reduced pressure to give a white solid. The residue was dissolved in water and purified by a semi‐preparative HPLC (method 7) to furnish, after freeze‐drying, compound 114 (36 mg, 71 %). 
tR = 13.38 min (method 6). 
1H NMR [400 MHz, MeOD‐d4]: δ 0.92 (t, J = 7.3 Hz, 3H, H‐6”), 1.55 (m, 2H, H‐5”), 1.77 (m, 3H, H‐2”, H‐4”), 2.06 (m, 1H, H‐2”), 3.37 (m, 1H, H‐3”), 3.84 (m, 1H, H‐1”), 3.99 (m, 2H, Hβ‐6, H‐1”), 4.29 (d, J = 1.5 Hz, 1H, H‐1), 4.64 (d, J = 7.6 Hz, 1H, H‐3), 4.92 (dd, J = 2.2, 13.0 Hz, 1H, Hα‐6), 5.21 (t, J = 7.2 Hz, 1H, H‐4), 5.30 (s, 1H, H‐2), 5.59 (d, J = 7.4 Hz, 1H, H‐5), 6.56 (s, 1H, HIV‐2’), 6.75 (s, 1H, HV‐2’), 6.76 (s, 1H, HIII‐2’) ppm. 








































































 NMR signal assignments of vescalagin‐(R)‐3SH 114 in MeOD‐d4 400 MHz. Position  δH mult. (J,Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  4.29 d (J = 1.5 Hz)  44.0  C‐1  H‐2, H‐3, H‐3", C‐3, CI‐1', CI‐2',  CI‐3', CI=O, C‐3" 2  5.30 s  77.2  C‐2  H‐4, C‐1, C‐4, CI‐2', CI‐3', CI=O 3  4.64 d (J = 7.6 Hz)  71.4  C‐3  H‐1, H‐5, C‐1, C‐4, C‐5, CII=O 4  5.19 t  (J = 7.2 Hz)  70.5  C‐4  H‐2, H‐3, H‐6, C‐2, C‐5, CV=O 5  5.59 d (J = 7.4 Hz)   71.7  C‐5  H‐3, H‐4, H‐6, C‐3, C‐6, CIII=O 6  α 4.92 dd (J = 2.2, 13.0 Hz) β 3.99 m  66.2  C‐6  H‐5, C‐4, C‐5, CIV=O 







































































4'III    137.6    HIII‐2' 4'IV    136.9    HIV‐2' 4'V    138.5    HV‐2' 6'III    115.1    HIII‐2' 6'IV    115.5    HIV‐2' 6'V    117.2    HV‐2' 
Carbonyls             CI=O    166.7    H‐1, H‐2 CII=O    166.0    H‐3 CIII=O    168.0    H‐5, HIII‐2' CIV=O    170.5    H‐6, HIV‐2' CV=O    167.3    H‐4, HV‐2' 




















































































 NMR signal assignments of vescalagin‐(S)‐3SH 115 in MeOD‐d4 400 MHz. Position  δH mult. (J,Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  4.39 d (J = 1.5 Hz)  44.6  C‐1  H‐2, H‐3, H‐3", C‐2, C‐3, CI‐1',  CI‐2', CI‐3', C‐3" 2  5.17 s  76.7  C‐2  H‐1, H‐3, H‐4, C‐1, C‐4, CI‐2', CI=O 3  4.59 d (J = 7.2 Hz)  71.3  C‐3  H‐1, H‐5, C‐1, C‐2, C‐4, C‐5, CII=O 4  5.22 t  (J = 6.8 Hz)  70.7  C‐4  H‐2, H‐3, H‐5, H‐6, C‐2, C‐5, CV=O 5  5.65 d (J = 6.8 Hz)   72.2  C‐5  H‐3, H‐4, H‐6, C‐3, C‐4, C‐6, CIII=O 6  α 5.01 dd (J = 2.3, 13.0 Hz) β 4.03 d (J = 12.5 Hz)  65.7  C‐6  H‐5, C‐4, C‐5, CIV=O 







































































4'III    137.7    HIII‐2' 4'IV    137.1    HIV‐2' 4'V    138.2    HV‐2' 6'III    115.4    HIII‐2' 6'IV    115.8    HIV‐2' 6'V    116.9    HV‐2' 
Carbonyls             CI=O    166.5    H‐2 CII=O    165.9    H‐3 CIII=O    168.2    H‐5, HIII‐2' CIV=O    170.3    H‐6, HIV‐2' CV=O    167.3    H‐4, HV‐2' 














































 NMR signal assignments of compound 116 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.36 d (J = 8.0 Hz)  80.4  C‐2  H‐3, H‐4, H‐5'/6', C‐3, C‐1', C‐2' 3  4.00 m  68.0  C‐3  H‐2, H‐4, C‐2, C‐4 4  α 2.60 dd (J = 8.7, 16.0 Hz) β 2.95 dd (J = 5.5, 16.0 Hz)  29.4  C‐4  H‐3, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5 4a    100.8    H‐4, H‐6, H‐8 5    157.2    H‐4, H‐6 6  5.86 d (J = 2.2 Hz)  95.4  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐5, C‐8 7    157.7    H‐8 8  6.04 d (J = 2.3 Hz)  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a         1'    135.1    H‐2, H‐6' 2'    120.3    H‐2, H‐5', H‐1" 3'    146.9    H‐5'/6' 4'    145.3    H‐5'/6' 5'/6'  6.90 d (J = 1.1 Hz)  119.8, 117.1  C‐5', C‐6'  C‐2, C‐1', C‐2', C‐3', C‐4' 





































To a stirred solution of compound 116 (26 mg, 0.065 mmol) in dry acetone (1 mL), were added potassium  carbonate  (54 mg,  0.390 mmol)  and  dimethyl  sulfate  (155  µL,  1.615 mmol).  The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmosphere for 8 days. The mixture was  evaporated  under  vacuum  and,  the  resulting  residue was  dissolved  in  H2O  and neutralized with a solution of hydrochloric acid 1M. The mixture was extracted by AcOEt (3 × 10 mL),  and  the  resulting  organic  phase was washed with  brine  (30 mL),  dried  over MgSO4, filtered and evaporated under vacuum to obtain yellow oil. The residue was purified by silica gel  column  chromatography,  eluting  with  CHCl3‐MeOH  (100:0  to  9:1),  to  furnish  pure compound 119 (15.5 mg, 52 %). 
Rf = 0.95 (CH2Cl2‐MeOH, 95:5). 
1H NMR [300 MHz, CDCl3]: δ 2.60 (dd, J = 8.7, 16.0 Hz, 1H, Hα‐4), 2.95 (dd, J = 5.5, 16.0 Hz, 1H, Hβ‐4), 3.75 (s, 3H, CH3‐5), 3.79 (s, 3H, CH3‐7), 3.88 (s, 3H, CH3‐4’), 3.92 (s, 3H, CH3‐3’), 4.05 (m, 1H, H‐3), 4.14 (s, 2H, H‐1”), 5.37 (d, J = 7.4 Hz, 1H, H‐2), 5.92 (dd, J = 0.7, 3.2 Hz, 1H, H‐3”), 6.09 (s, 2H, H‐6, H‐8), 6.18 (dd, J = 1.9, 3.2 Hz, 1H, H‐4”), 6.96 (d, J = 8.6 Hz, 1H, H‐5’), 7.14 (d, J = 8.6 Hz, 1H, H‐6’), 7.27 (dd, J = 0.8, 1.9 Hz, 1H, H‐5”) ppm. 

































 NMR signal assignments of compound 119 in CDCl3 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.37 d (J = 7.4 Hz)  79.3  C‐2  H‐4, H‐2', C‐3, C‐4, C‐8a, C‐1', C‐2', C‐6' 3  4.05 m  67.7  C‐3  H‐2, H‐4 4  α 2.58 dd (J = 8.1, 16.3 Hz) β 2.73 dd (J = 5.2, 16.3 Hz)  27.6  C‐4  H‐2, H‐6/8, C‐2, C‐3, C‐5, C‐4a, C‐8a 4a    101.6    H‐4, H‐6/8 5    158.9    H‐4, CH3‐5 OCH3‐5  3.75 s  55.6  CH3‐5  C‐5 6, 8  6.09 s  91.9, 93.1  C‐6, C‐8  H‐6, H‐8, C‐4, C‐7, C‐4a, C‐6, C‐8, C‐8a 7    158.8    H‐6/8, CH3‐7 OCH3‐7  3.79 s  55.5  CH3‐7  C‐7 8a    155.6    H‐2, H‐4, H‐6/8 1'    134.4    H‐2, H‐5' 2'    128.6    H‐2, H‐5', H‐6', H‐1" 3'    150.6    H‐5', H‐6', CH3‐3' OCH3‐3'  3.92 s  60.7  CH3‐3'  C‐3' 4'    153.0    H‐5', H‐6', CH3‐4' OCH3‐4'  3.88 s  56.1  CH3‐4'  C‐4', C‐5' 5'  6.94 d (J = 8.6 Hz)   113.3  C‐5'  CH3‐3', C‐1', C‐2', C‐3', C‐4' 6'  7.14 d (J = 8.6 Hz)  122.7  C‐6'  H‐2, C‐2, C‐2', C‐3', C‐4' 







































































 NMR signal assignments of compound 117 in acetone‐d6 300 MHz Position  δH mult. (J, Hz)  δC   HSQC  HMBC 
Catechin             2  4.55 d (J = 7.3 Hz)  82.4  C‐2  H‐2'/6', C‐3, C‐4, C‐5, C‐1',  C‐2'/6' 3  3.97 m  68.3  C‐3  H‐2 4  α 2.52 dd (J = 8.0, 16.1 Hz)  β 2.89 dd (J = 5.5, 15.6 Hz)  28.8  C‐4  H‐2, C‐5 4a    100.5    H‐6, H‐8 5    156.7    H‐2, H‐4, H‐6 6  5.89 d (J = 2.2 Hz)  95.3  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐5, C‐8 7    157.8     8  6.03 d (J = 2.3 Hz)  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐8a 8a    157.3    H‐8 1'    132.0    H‐2 2', 6'  6.88 m  123.4, 114.9  C‐2', C‐6'  H‐2, H‐2'/6', C‐2, C‐2', C‐3',  C‐4',  C‐5', C‐6' 3', 4'    145.5, 145.4    H‐2'/6' 5'    120.9    H‐2'/6', H‐1" 



































To a stirred solution of compound 117 (9 mg, 0.022 mmol) in dry acetone (1 mL), were added potassium  carbonate  (18.6 mg,  0.134 mmol)  and  dimethyl  sulfate  (53  µL,  0.559 mmol).  The reaction mixture was stirred at  room temperature under nitrogen atmosphere  for 15 h, after which  time TLC analysis  indicated no  evolution of  the  reaction. The mixture was  evaporated under vacuum and the resulting residue was dissolved in water and neutralized with a solution of hydrochloric acid 1M. The mixture was extracted by AcOEt  (3 × 10 mL),  and  the  resulting organic  phase  was  washed  with  brine  (30  mL),  dried  over  MgSO4,  filtered  and  evaporated under  vacuum  to  obtain  yellow  oil.  The  residue  was  purified  by  silica  gel  column chromatography,  eluting with CHCl3‐MeOH  (100:0  to 9:1),  to  furnish pure  compound 120  (8 mg, 80 %). 
Rf = 0.95 (CH2Cl2‐MeOH, 95:5). 
1H NMR [300 MHz, CDCl3] : δ 2.58 (dd, J = 8.9, 16.4 Hz, 1H, Hα‐4), 3.04 (dd, J = 5.7, 16.4 Hz, 1H, Hβ‐4), 3.76 (s, 3H, CH3‐7), 3.81 (s, 3H, CH3‐5), 3.86 (s, 3H, CH3‐4’), 3.86 (s, 3H, CH3‐3’), 3.98 (m, 1H, H‐3), 4.12 (s, 2H, H‐1”), 4.62 (d, J = 8.2 Hz, 1H, H‐2), 6.13 (m, 3H, H‐6, H‐8, H‐3”), 6.24 (m, 1H, H‐4”), 6.86 (d, J = 1.7 Hz, 1H, H‐2’), 6.93 (d, J = 1.7 Hz, 1H, H‐6’), 7.31 (d, J = 1.0 Hz, 1H, H‐5”) ppm. 



































 NMR signal assignments of compound 120 in CDCl3 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  4.62 d (J = 8.2 Hz)  81.7  C‐2  H‐4, H‐2', H‐6', C‐3, C‐4, C‐1', C‐2', C‐6' 3  3.98 m  68.4  C‐3  H‐2, H‐4 4  α 3.04 dd (J = 5.7, 16.4 Hz)  β 2.58 dd (J = 8.9, 16.4 Hz)  27.6  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5, C‐8a 4a    101.7    H‐4, H‐6, H‐8 5    158.9    H‐4, OCH3‐5 OCH3‐5  3.81 s  55.7  CH3‐5  C‐5 6, 8  6.13 m  92.1, 93.1  C‐6, C‐8  H‐6, H‐8, C‐4a, C‐6, C‐7, C‐8, C‐8a 7    159.9    H‐6, H‐8, OCH3‐7 OCH3‐7  3.76 s  55.5  CH3‐7  C‐7 8a    155.2    H‐4, H‐6, H‐8 1'    134.1    H‐2 2'  6.86 d (J = 1.7 Hz)  109.7    H‐2, H‐6', C‐2, C‐3', C‐4', C‐6' 3'    153.2    H‐2', OCH3‐3' OCH3‐3'  3.86 s  60.5  CH3‐3'  C‐3' 4'    147.5    H‐2', H‐6', OCH3‐4' OCH3‐4'  3.86 s  56.1  CH3‐4'  C‐4' 5'    130.8  C‐5'  H‐1" 6'  6.93 d (J = 1.7 Hz)  120.5  C‐6'  H‐2, H‐2', C‐2, C‐2', C‐4' 






































In  aqueous  solution: To a stirred solution of (+)‐catechin (10, 101 mg, 0.348 mmol)  in water (20 mL)  and dry THF  (1 mL) were  added 2‐FMT  (52,  72 µL,  0.696 mmol)  and,  drop by drop, ferric  chlorid  (113 mg,  0.696 mmol)  in  solution  in  3 mL  of  water.  The  reaction mixture  was stirred at room temperature under nitrogen atmosphere  for 1h, after which  time TLC analysis indicated no evolution of the reaction. The conversion of (+)‐catechin is not total, so, 2‐FMT (52, 72  µL,  0.696 mmol)  and  ferric  chlorid  (56.3 mg,  0.347 mmol)  in  1 mL  of water, were  added. These  additions were  repeated  to  a  total  conversion  of  (+)‐catechin  (one more).  The  reaction was stopped after 5 hours after which time Na2S2O4 was added to the solution. The mixture was extracted by AcOEt  (3 × 50 mL), and  the resulting organic phase was washed with brine (150 mL), dried over MgSO4, filtered and evaporated under vacuum to obtain yellow oil. The residue was purified by silica gel column chromatography, eluting with CH2Cl2‐MeOH (100:0 to 9:1), to furnish pure compound 118 (103 mg, 58 %).  













































 NMR signal assignments of compound 118 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.33 d (J = 8.2 Hz)  80.2  C‐2  H‐4, H‐6', C‐3, C‐4, C‐2', C‐5' 3  4.12 m  68.1  C‐3  H‐2, H‐4, C‐1', C‐5' 4  α 2.60 dd (J = 8.9, 16.0 Hz)  β 2.98 dd (J = 5.5, 16.0 Hz)  29.5  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5 4a    100.8    H‐4, H‐6, H‐8 5    157.1    H‐4, H‐6 6  5.88 d (J = 2.2 Hz)  95.5  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐5, C‐8, C‐8a 7    157.7    H‐8 8  6.05 m  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a    157.2    H‐6 1'    123.9    H‐2', H‐3 2'    135.1    H‐2 3'    146.5    H‐6' 4'    144.0    H‐6' 5'    119.2    H‐6', H‐2, H‐3 6'  7.05 s  121.7  C‐6'  C‐2, C‐1', C‐3', C‐4', C‐5' 

























































































 NMR signal assignments of compound 121 in CDCl3 400 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.40 d (J = 7.4 Hz)  79.2  C‐2  H‐6', C‐3, C‐1', C‐2', C‐6' 3  4.02 m  67.8  C‐3  H‐2, H‐4 4  α 2.60 dd (J = 8.0, 16.4 Hz) β 2.85 dd (J = 5.2, 16.4 Hz)  27.5  C‐4  C‐3, C‐4a, C‐8a 4a    101.5    H‐4, H‐6, H‐8 5, 7    158.9, 159.9    H‐6, H‐8, OCH3‐5, OCH3‐7 OCH3‐5,  OCH3‐7  3.75 s, 3.79 s  55.5, 55.6  CH3‐5, CH3‐7  C‐5, C‐7 6, 8  6.09 m  91.9, 93.0  C‐6, C‐8  H‐6, H‐8, C‐4a, C‐5, C‐6,  C‐8, C‐8a, C‐7 8a    155.4    H‐4, H‐6, H‐8 1'    138.1    H‐2 2'    126.1    H‐2, H‐6', H‐1" 3'    154.4    OCH3‐3' OCH3‐3'  3.87 s  60.8  CH3‐3'  C‐3' 4'    150.7    H‐6', OCH3‐4' OCH3‐4'  3.93 s  60.5  CH3‐4'  C‐4' 5'    132.8    H‐6', H‐1" 6'  7.07 s  121.5  C‐6'  H‐2, C‐2, C‐2', C‐4', C‐5' 












































To a stirred solution of (—)‐epicatechin (11, 90 mg, 0.310 mmol) in water (25 mL) were added 2‐FMT  (52,  64  µL,  0.620  mmol)  and,  drop  by  drop,  ferric  chlorid  (101  mg,  0.620  mmol)  in solution in 2 mL of water. The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmosphere  for  1h,  after  which  time  Na2S2O4  was  added  to  the  solution.  The  mixture  was extracted by AcOEt  (3 × 30 mL), and  the resulting organic phase was washed with brine (100 mL), dried over MgSO4, filtered and evaporated under vacuum to obtain orange oil. The residue was dissolved  in water and purified by a semi‐preparative HPLC (method 12)  to  furnish, after freeze‐drying, monoadducts 122 (6 mg, 5 %) and 123 (4 mg, 3 %), and diadduct 124 (14 mg, 9 %). 
Rf = 0.4 (CH2Cl2‐MeOH, 9:1).  tR = 13.90 min (method 6). 
1H NMR [300 MHz, acetone‐d6]: δ 2.81 (m, 2H, H‐4), 4.07 (m, 3H, H‐3, H‐1”), 5.26 (s, 1H, H‐2), 5.89 (d, J = 2.3 Hz, 1H, H‐6), 6.02 (m, 2H, H‐8, H‐3”), 6.24 (dd, J = 1.9, 3.1 Hz, 1H, H‐4”), 6.89 (d, J = 8.4 Hz, 1H, H‐5’), 7.17 (dd, J = 0.4, 8.4 Hz, 1H, H‐6’), 7.38 (dd, J = 0.8, 1.9 Hz, 1H, H‐5”) ppm. 

































 NMR signal assignments of compound 122 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Epicatechin             2  5.26 s  77.6  C‐2  H‐4, H‐6’, C‐4, C‐1’, C‐2’, C‐6’ 3  4.07 m  65.8  C‐3  H‐4 4  2.81 m  29.7  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5 4a    99.7    H‐4, H‐6, H‐8 5    157.5    H‐4, H‐6 6  5.89 d (J = 2.3 Hz)  95.8  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐5, C‐8 7    157.7    H‐8 8  6.02 m  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a    157.6     1'    135.0    H‐2, H‐5’ 2'    117.9    H‐2, H‐5’, H‐6’, H‐1" 3'    147.1    H‐5’, H‐6’ 4'    145.1    H‐5’, H‐6’ 5’  6.89 d (J = 8.4 Hz)  116.4  C‐5'  C‐1’, C‐2’, C‐3’, C‐4’ 6’  7.17 dd (J = 0.4, 8.4 Hz)  120.5  C‐6’  H‐2, C‐2, C‐2’, C‐3’, C‐4’ 
2‐FMT 







































































 NMR signal assignments of compound 123 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Epicatechin             2  4.86 s  79.1  C‐2  H‐4, H‐2’, H‐6’, C‐4, C‐1’, C‐2’, C‐6’ 3  4.19 m  66.9  C‐3  H‐4 4  α 2.73 dd (J = 3.2, 16.6 Hz) β 2.86 dd (J = 4.4, 16.6 Hz)  28.9  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5 4a    99.7    H‐4, H‐6, H‐8 5    157.0    H‐4, H‐6 6  5.92 d (J = 2.3 Hz)  95.7  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐5, C‐8 7    157.6    H‐8 8  6.02 d (J = 2.3 Hz)  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a    157.6     1'    132.2    H‐2 2'  6.98 d (J = 2.0 Hz)  123.2  C‐2'  H‐2, H‐6’, C‐2, C‐3’, C‐4’, C‐6’ 3'    145.2    H‐2’, H‐6’ 4'    145.1    H‐2’, H‐6’ 5'    120.6    H‐1" 6’  7.02 d (J = 2.0 Hz)  115.1  C‐6’  H‐2, H‐2’, C‐2, C‐2’, C‐3’, C‐4’ 



































In  aqueous  solution:  To  a  stirred  solution  of  (—)‐epicatechin  (11,  90  mg,  0.310  mmol)  in water  (20 mL) were  added 2‐FMT  (52,  64 µL,  0.620 mmol)  and,  drop by drop,  ferric  chlorid (104 mg, 0.620 mmol) in solution in 3 mL of water. The reaction mixture was stirred at room temperature  under  nitrogen  atmosphere  for  1  h,  after which  time  TLC  analysis  indicated  no evolution of the reaction. The conversion of epicatechin is not total, so, 2‐FMT (52, 64 µL, 0.620 mmol) and ferric chlorid (52 mg, 0.310 mmol)  in 1 mL of water, were added. These additions were repeated every hour to a total conversion of epicatechin (twice more). The reaction was stopped  after  5  hours,  after which  time Na2S2O4 was  added  to  the  solution.  The mixture was extracted by AcOEt (3 × 50 mL), and the resulting organic phase was washed with brine (150 mL), dried over MgSO4, filtered and evaporated under vacuum to obtain yellow oil. The residue was purified by silica gel column chromatography, eluting with CH2Cl2‐MeOH (100:0 to 9:1), to furnish pure compound 124 (62 mg, 39 %).  
In wine  solution:  To  a  stirred  solution of  (—)‐epicatechin  (11,  90 mg, 0.310 mmol)  in wine solution (20 mL, aqueous solution 12% v/v EtOH, 5 g/l tartaric acid, pH = 3.57) were added 2‐FMT (52, 64 µL, 0.620 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (104 mg, 0.620 mmol) in solution in  2  mL  of  water.  The  reaction  mixture  was  stirred  at  room  temperature  under  nitrogen atmosphere  for 1 h, after which  time TLC analysis  indicated no evolution of  the reaction. The conversion of epicatechin is not total, so, 2‐FMT (52, 64 µL, 0.620 mmol) and ferric chlorid (52 mg, 0.310 mmol) in 1 mL of water, were added. These additions were repeated every hour to a total  conversion of epicatechin  (twice more). The  reaction was  stopped after 5 h,  after which time Na2S2O4 was added to the solution. The mixture was extracted by AcOEt (3 × 30 mL), and the  resulting  organic  phase  was  washed with  brine  (90 mL),  dried  over MgSO4,  filtered  and evaporated under vacuum to obtain orange oil. The  residue was purified by silica gel  column chromatography, eluting with CH2Cl2‐MeOH (100:0 to 9:1), to furnish pure compound 124 (37 mg, 23 %). 
Rf = 0.6 (CH2Cl2‐MeOH, 9:1).  tR = 15.09 min (method 6). 
1H NMR [300 MHz, acetone‐d6]: δ 2.82 (dd, J = 3.1 Hz, 2H, H‐4), 4.04 (s, 1H, HI‐1”), 4.à7 (m, 1H, H‐3), 4.17 (s, 1H, HII‐1”), 5.21 (s, 1H, H‐2), 5.93 (d, J = 2.3 Hz, 1H, H‐6), 6.00 (d, J = 3.2 Hz, 1H, HI‐3”), 6.03 (d, J = 2.3 Hz, 1H, H‐8), 6.24 (m, 3H, HII‐3”, H‐4”), 6.31 (m, 1H, H‐4”), 7.35 (s, 1H, H‐6’), 7.38 (dd, J = 0.8, 1.8 Hz, 1H, HI‐5”), 7.44 (dd, J = 0.8, 1.8 Hz, 1H, HII‐5”) ppm. 









































 NMR signal assignments of compound 124 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Epicatechin             2  5.21 s  77.4  C‐2  H‐4, H‐6', C‐4, C‐1', C‐2', C‐6' 3  4.07 m  65.7  C‐3  H‐4, C‐4a 4  2.82 d (J = 3.1 Hz)   29.6  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5, C‐1' 4a    99.6    H‐3, H‐4, H‐6, H‐8 5    157.4    H‐4, H‐6 6  5.93 d (J = 2.3 Hz)  95.8  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐5, C‐8 7    157.7    H‐8 8  6.03 d (J = 2.3 Hz)  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a    157.5     1'    135.0    H‐2, H‐4, H‐6' 2'    116.7    H‐2, H‐6', H‐1" 3'    146.6    H‐6' 4'    143.9    H‐6' 5'    123.2    H‐6', H‐1" 6'  7.35 s  122.4  C‐6'  H‐2, C‐2, C‐1', C‐2', C‐3', C‐4', C‐5' 


















































































 NMR signal assignments of compound 126 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.45 d (J = 8.4 Hz)  79.4  C‐2  H‐4, C‐4, C‐8a, C‐1', C‐2' 3  4.21 m  66.9  C‐3  H‐4 4  α 2.60 dd (J = 9.0, 16.0 Hz) β 3.02 dd (J = 5.6, 16.0 Hz)  28.9  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐8a 4a    99.9    H‐4 5    156.4    H‐6 6  5.83 d (J = 2.1 Hz)  94.6  C‐6  C‐5 7    156.8    H‐8 8  6.03 d (J = 2.2 Hz)  95.3  C‐8  C‐7 8a    156.3    H‐2, H‐4 1'    134.2    H‐2, H‐6' 2'    120.2    H‐2, H‐5', H‐3" 3'    146.3    H‐5', H‐6' 4'    144.7    H‐5', H‐6' 5'  6.90 d (J = 8.4 Hz)  119.1  C‐5'   C‐2', C‐3', C‐4' 6'  6.96 d (J = 8.4 Hz)  116.1  C‐6'  C‐1', C‐3', C‐4' 










































































 NMR signal assignments of compound 127 in acetone‐d6 400 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  4.57 d (J = 7.8 Hz)   82.4  C‐2  H‐4, H‐2', H‐6', C‐3, C‐4, C‐8a, C‐1',  C‐2', C‐6' 3  3.97 m  68.4  C‐3  H‐2, H‐4 4  α 2.53 dd (J = 8.5, 16.1 Hz) β 2.91 dd (J = 5.5, 16.1 Hz)  28.9  C‐4  H‐2, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐8a 4a    100.6    H‐4, H‐6, H‐8 5    157.2     6  5.90 d (J = 2.2 Hz)  95.4  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐8, C‐8a 7    157.8    H‐8 8  6.03 d (J = 2.2 Hz)  96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a    156.8    H‐2, H‐4, H‐6 1'    131.9    H‐2 2'  6.89 d (J = 1.9 Hz)  115.4  C‐2'  H‐2, H‐6', C‐2, C‐3', C‐6' 3'    146.5    H‐2' 4'    145.8    H‐6' 5'    119.9    H‐3" 6'  7.00 d (J = 1.9 Hz)  126.1  C‐6'  H‐2, H‐2', C‐2, C‐2', C‐4' 





































To a stirred solution of (+)‐catechin (10, 100 mg, 0.344 mmol) in water (25 mL) and dry THF (1 mL), were added (R)‐3‐SH (48a, 94 µL, 0.689 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (112 mg, 0.689  mmol)  in  solution  in  3  mL  of  water.  The  reaction  mixture  was  stirred  at  room temperature  under  nitrogen  atmosphere  for  2h,  after  which  time  Na2S2O4 was  added  to  the solution. The mixture was extracted by AcOEt (3 × 30 mL), and the resulting organic phase was washed  with  brine  (100  mL),  dried  over  MgSO4,  filtered  and  evaporated  under  vacuum  to obtain yellow oil. The residue was dissolved in water and purified by a semi‐preparative HPLC (method 12) to furnish, after freeze‐drying, monoadducts 126 (13 mg, 9 %) and 127 (3 mg, 2 %), and diadduct 125a (41 mg, 21 %). 
Rf = 0.25 (CH2Cl2‐MeOH, 9:1).  tR = 15.65 min (method 6). 
1H NMR [300 MHz, acetone‐d6]: δ 0.87 (m, 6H, H‐6”), 1.63 (m, 12H, H‐2”, H‐4”, H‐5”), 2.60 (dd, J = 8.7, 16.0 Hz, 1H, Hα‐4), 2.98 (dd, J = 5.5, 16.0 Hz, 1H, Hβ‐4), 3.32 (m, 1H, H2’‐3”), 3.41 (m, 1H, H5’‐3”), 3.72 (m, 4H, H‐1”), 4.22 (m, 1H, H‐3), 5.46 (d, J = 8.0 Hz, 1H, H‐2), 5.86 (d, J = 2.1 Hz, 1H, H‐6), 6.04 (d, J = 2.2 Hz, 1H, H‐8), 7.12 (s, 1H, H‐6’) ppm. 











































 NMR signal assignments of compound 125a in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.46 d (J = 8.0 Hz)   80.0  C‐2  H‐3, H‐4, H‐6', C‐3, C‐4, C‐5, C‐1', C‐2', C‐6' 3  4.22 m  67.8  C‐3  H‐2, C‐2, C‐4a, C‐1' 4  α 2.60 dd (J = 8.7, 16.0 Hz) β 2.98 dd (J = 5.5, 16.0 Hz)  29.4  C‐4  H‐2, C‐2, C‐4a, C‐8a, C‐1' 4a    100.7    H‐3, H‐4, H‐6, H‐8 5    157.1    H‐2 6  5.86 d (J = 2.1 Hz)   95.4  C‐6  H‐8, C‐4a, C‐8, C‐8a 7    157.7    H‐8 8  6.04 d (J = 2.2 Hz)   96.2  C‐8  H‐6, C‐4a, C‐6, C‐7 8a    157.2    H‐4, H‐6 1'    134.8    H‐2, H‐3, H‐4 2'    120.4    H‐2, H‐6', H‐3" 3'    147.1    H‐6' 4'    145.4    H‐6' 5'    122.6    H‐6', H‐3" 6'  7.12 s  124.1  C‐6'  H‐2, C‐2, C‐2', C‐3', C‐4', C‐5' 


























































































 NMR signal assignments of compound 128 in CDCl3 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Catechin             2  5.67 d (J = 7.3 Hz)  79.0  C‐2  H‐4, H‐6', C‐3, C‐4, C‐8a, C‐1', C‐2',  C‐6' 3  4.25 m  67.8  C‐3  H‐2, H‐4 4  α 2.69 dd (J = 7.9, 16.4 Hz)  β 2.94 dd (J = 5.2, 16.4 Hz)  27.4  C‐4  H‐2, H‐6, H‐8, C‐2, C‐3, C‐4a, C‐5, C‐8a 4a    101.4    H‐4, H‐6, H‐8 5    159.0    H‐4, OCH3‐5 OCH3‐5, OCH3‐7  3.75 s, 3.81 s  55.5, 55.6  CH3‐5, CH3‐7  C‐5, C‐7 7    160.0    H‐6, H‐8, OCH3‐7 6, 8  6.12 s  92.0, 93.0  C‐6, C‐8  H‐6, H‐8, C‐4, C‐4a, C‐6, C‐7, C‐8, C‐8a 8a    155.4    H‐2, H‐4, H‐6, H‐8 1'    138.1    H‐2 2'    127.4    H‐2, H‐6' 3'    154.7    H‐6', OCH3‐3' OCH3‐3'  3.95 s  60.9  CH3‐3'  C‐3' 4'    151.5    H‐6', OCH3‐4' OCH3‐4'  3.91 s  60.6  CH3‐4'  C‐4' 5'    133.0    H‐6' 6'  7.26 s  123.1  C‐6'  H‐2, C‐2, C‐2', C‐3', C‐4', C‐5' 






































































 NMR signal assignments of compound 130 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Methylgallate             1     136.1     H‐6 2    109.5    H‐6 3    128.8    H‐6 4    148.2     5    146.9    H‐6 6  6.92 s  110.8  C‐6  C‐1, C‐2, C‐3, C‐5, C‐7 7    167.8    H‐6 9  3.81 s  52.2  C‐9  C‐7 


























In aqueous solution: To a stirred solution of methyl 3,4,5‐trihydroxybenzoate (129, 100 mg, 0.543 mmol) in water (20 mL) were added 2‐FMT (52, 112 µL, 1.090 mmol) and, drop by drop, ferric  chlorid  (182 mg,  1.122 mmol)  in  solution  in  3 mL of water.  The  reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmosphere for 1 h, after which time TLC analysis indicated no  evolution.  The  conversion  of methyl  3,4,5‐trihydroxybenzoate  is  not  total  so,  2‐FMT (52, 112 µL, 1.090 mmol) and ferric chlorid (91 mg, 0,561 mmol) in 1 mL of water were added.  These  additions  were  repeated  every  hour  to  a  total  conversion  of  methyl  3,4,5‐trihydroxybenzoate (4 times more). The reaction was stopped after 8 hours, after which time Na2S2O4 was added to the solution. The mixture was extracted by AcOEt (3 × 50 mL), and the resulting  organic  phase  was  washed  with  brine  (150  mL),  dried  over  MgSO4,  filtered  and evaporated under vacuum to obtain yellow oil. The residue was purified by silica gel  column chromatography  eluting  with  a  CHCl3‐MeOH  mixture  (99:1  to  90:10,  v/v)  to  furnish  pure compound 131 (159 mg, 72 %). 
In citrate buffer, pH = 3.8: To a stirred solution of methyl 3,4,5‐trihydroxybenzoate (129, 102 mg,  0.554 mmol)  in  citrate  buffer  (pH  =  3.8,  20 mL) were  added  2‐FMT  (52,  114 µL,  1,108 mmol)  and, drop by drop,  ferric  chlorid  (185 mg, 1.140 mmol)  in  solution  in 2 mL of  citrate buffer. The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmosphere for 40h,  after which  time TLC  analysis  indicated no  evolution  of  the  reaction.  The  conversion  of methyl  3,4,5‐trihydroxybenzoate  is  not  total  so,  2‐FMT  (52,  114 µL,  1,108 mmol)  and  ferric chlorid (93 mg, 0.573 mmol) in solution in 2 mL of citrate buffer were added. These additions were  repeated  every  hour  to  a  total  conversion  of methyl  3,4,5‐trihydroxybenzoate  (4  times more).  The  reaction was  stopped  after  76  hours,  after which  time Na2S2O4 was  added  to  the solution. The mixture was extracted by AcOEt (3 × 50 mL), and the resulting organic phase was washed  with  brine  (150  mL),  dried  over  MgSO4,  filtered  and  evaporated  under  vacuum  to obtain yellow oil. The residue was purified by silica gel column chromatography eluting with a CHCl3‐MeOH mixture (100:0 to 90:10, v/v) to furnish pure compound 131 (178 mg, 79 %). 
Rf = 0.20 (CHCl3‐MeOH, 95:5). 
1H NMR [400 MHz, acetone‐d6]: δ 3.82 (s, 3H, H‐9), 3.99 (s, 4H, H‐1’), 6.05 (d, J = 2.8 Hz, 2H, H‐3’), 6.17 (m, 2H, H‐4’), 7.43 (dd, J = 0.7, 1.8 Hz, 2H, H‐5’), 7.91 (ls, 2H, OH‐3, OH‐5), 8.05 (ls, 1H, OH‐4) ppm. 
































 NMR signal assignments of compound 131 in acetone‐d6 400 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Methylgallate         1    139.9     2 ; 6    107.6    OH‐4, C‐9 3 ; 5    149.3    OH‐3, OH‐4, OH‐5 4    133.7    OH‐3, OH‐5 OH‐4  8.05 s      C‐2, C‐3, C‐5, C‐6 OH‐3 ; OH‐5  7.91 s  134.9    C‐3, C‐4, C‐5 7    168.1    H‐9 9  3.82 s  52.3  C‐9  C‐2, C‐6, C‐7 































































 NMR signal assignments of compound 132 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Methylgallate         1    129.6     2    109.9     3    148.4     4    136.1    H‐6 5    146.7    H‐6 6  6.87 s  110.4  C‐6  C‐4, C‐5, C‐7 7    168.2    H‐6, H‐9 9  3.81 s  52.1  C‐9  C‐7 
































































 NMR signal assignments of compound 133 in acetone‐d6 300 MHz. Position  δH mult. (J,Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Methylgallate             1     140.0     H‐8 2 ; 6    108.1    H‐3' 3 ; 5    149.0     4    134.0     7    168.4    H‐9 9  3.83 s  52.1  C‐9  C‐1, C‐7 



































To a solution of (—)‐castalagin (22, 114 mg, 0.122 mmol) in water (10 mL) were added 2‐FMT (52, 25 µL, 0.244 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (40 mg, 0.244 mmol) in water (2 mL). The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmospher for 2h, after which time HPLC monitoring (method 6) indicated no further evolution of the reaction mixture. The conversion of (—)‐castalagin is not total so, 2‐FMT (52, 25 µL, 0.244 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (40 mg, 0.244 mmol) in water (2 mL) were added 4 times. The reaction was stopped after 8 hours, after which time Na2S2O4 was added to the solution and the mixture was freeze‐dried. The resulting residue was dissolved in water (1 mL) and purified by a first semi‐preparative HPLC (method 14)  followed by a second semi‐ preparative HPLC (method 14),  to furnish, after freeze‐drying, monoadduct 134  (15 mg, 12 %), diadduct 135 (28 mg, 19 %) and triadduct 136 (6 mg, 4 %). 
tR = 11.09 min (method 6). 
1H NMR [700 MHz, acetone‐d6/D2O (8:2)]: δ 4.17 (m, 2H, H‐1"), 4.17 (m, 1H, Hα‐6), 4.65 (d, J = 12.1 Hz, 1H, Hβ‐6), 5.01 (d, J = 6.7 Hz, 1H, H‐3), 5.05 (s, 1H, H‐1), 5.25 (t, J = 7.0 Hz, 1H, H‐4), 5.60 (d, J = 6.7 Hz, 1H, H‐5), 5.67 (s, 1H, H‐2), 6.07 (S, 1H, H‐3"), 6.18 (s, 1H, H‐4"), 6.47 (s, 1H, HIII‐2’), 6.88 (s, 1H, HV‐2’), 7.35 (s, 1H, H‐5") ppm. 











































































 NMR signal assignments of monoadduct 134 in acetone‐d6/D2O (8:2) 700/400 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  5.05 s  74.1  C‐1  H‐4 2  5.67 s  67.0  C‐2  H‐3 3  5.01 d (J = 6.7 Hz)  66.3  C‐3  H‐4, H‐5, C‐2, C‐4, C‐5, CII=O 4  5.25 t (J = 7.0 Hz)  69.3  C‐4  H‐3, H‐5, H‐6, C‐1, C‐3, C‐5, CV=O 5  5.60 d (J = 6.7 Hz)  71.0  C‐5  H‐3, H‐4, H‐6, C‐3, C‐4, CIII=O 6  α 4.17 m β 4.65 d (J = 12.1 Hz)  65.7  C‐6  C‐4, C‐5, CIV=O 
Aromatics             1'[I‐V],  4'[I‐II, IV]    121.8, 123.5, 124.8, 127.4, 133.4, 134.0, 134.8, 137.9     2'[I‐II],  6' [I‐II, IV]    112.7, 114.3, 114.5, 115.4, 116.0     2'III  6.47 s  108.7  CIII‐2'  CIII‐4', CIII‐6', CIII=O 2'IV    105.9    H‐1" 2'V  6.88 s  108.5  CV‐2'  CV‐4', CV‐6', CV=O 
3'[I‐V], 5'[I‐V]   
143.7, 144.0, 144.4, 144.7, 145.1, 145.2, 145.4, 146.7, 146.7, 147.5     4'III    136.5    HIII‐2’ 4'V    137.0    HV‐2’ 6'III    114.7    HIII‐2’ 6'V    115.6    HV‐2’ 






































































CIII=O    167.2    H‐5, HIII‐2' CIV=O    167.9    H‐6, H‐1" CV=O    166.4    H‐4, HV‐2’ 








To a solution of (—)‐castalagin (22, 114 mg, 0.122 mmol) in water (10 mL) were added 2‐FMT (52, 25 µL, 0.244 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (40 mg, 0.244 mmol) in water (2 mL). The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmospher for 2h, after which time HPLC monitoring (method 6) indicated no further evolution of the reaction mixture. The conversion of (—)‐castalagin is not total so, 2‐FMT (52, 25 µL, 0.244 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (40 mg, 0.244 mmol) in water (2 mL) were added 4 times. The reaction was stopped after 8 hours, after which time Na2S2O4 was added to the solution and the mixture was freeze‐dried. The resulting residue was dissolved in water (1 mL) and purified by a first semi‐preparative HPLC (method 14)  followed by a second semi‐ preparative HPLC (method 14),  to furnish, after freeze‐drying, monoadduct 134  (15 mg, 12 %), diadduct 135 (28 mg, 19 %) and triadduct 136 (6 mg, 4 %). 
tR = 12.76 min (method 6). 
1H NMR [400 MHz, acetone‐d6/D2O (8:2)]: δ 3.78 (m, 4H, H‐1"), 4.12 (d, J = 12.7 Hz, 1H, Hα‐6), 4.36 (d, J = 11.3 Hz, 1H, Hβ‐6), 4.93 (d, J = 7.9 Hz, 1H, H‐3), 5.04 (d, J = 4.8 Hz, 1H, H‐1), 5.19 (t, J = 8.0 Hz, 1H, H‐4), 5.40 (d, J = 8.6 Hz, 1H, H‐5), 5.64 (d, J = 4.5 Hz, 1H, H‐2), 5.86 (m, 2H, H‐3"), 6.12 (m, 2H, H‐4"), 6.80 (s, 1H, HV‐2’), 7.22 (d, J = 17.2 Hz, 2H, H‐5") ppm. 















































































 NMR signal assignments of diadduct 135 in acetone‐d6/D2O (8:2) 400 MHz. Position  δH mult. (J,Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose            1  5.04 d (J = 4.8 Hz)  73.7  C‐1  H‐4, C‐2, CI‐2’, CI=O 2  5.64 d (J = 4.5 Hz)  66.6  C‐2  H‐1, H‐3, C‐3, CI‐2’ 3  4.93 d (J = 7.9 Hz)  66.0  C‐3  H‐2, H‐5, C‐2, C‐5, CII=O 4  5.19 t (J = 8.0 Hz)  67.5  C‐4  H‐6, C‐1, C‐5, CV=O 5  5.40 d (J = 8.6 Hz)  70.1  C‐5  H‐3, H‐4, H‐6, C‐3, CIII=O 6  α 4.12 d (J = 12.7 Hz) β 4.36 d (J = 11.3 Hz)  65.1  C‐6  C‐4, C‐5 
Aromatics             1'V     137.0     HV‐2’ 
1'[I‐IV], 4'[I‐V]   
137.7, 134.8, 134.3, 133.7, 132.7, 131.1, 126.1, 123.0, 122.0     2'I    114.9    H‐1, H‐2 2'II, 6' [I‐IV]    115.5, 114.1, 113.1, 111.7, 111.2     2'[III‐IV]    108.4, 106.4    H‐1" 2'V  6.80 s  108.5  CV‐2'  CV‐1’, CV‐3’, CV‐6’, CV=O 
3'[I‐IV], 5'[I‐V]    143.7, 144.7, 144.8, 145.9, 146.1, 146.6, 147.2, 147.5     3'V    145.1    HV‐2’ 6'V    115.4    HV‐2’          











































































CIII=O    166.0    H‐5 CIV=O    168.2     CV=O    166.5    H‐4, HV‐2’ 








To a solution of (—)‐castalagin (22, 114 mg, 0.122 mmol) in water (10 mL) were added 2‐FMT (52, 25 µL, 0.244 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (40 mg, 0.244 mmol) in water (2 mL). The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmospher for 2h, after which time HPLC monitoring (method 6) indicated no further evolution of the reaction mixture. The conversion of (—)‐castalagin is not total so, 2‐FMT (52, 25 µL, 0.244 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (40 mg, 0.244 mmol) in water (2 mL) were added 4 times. The reaction was stopped after 8 hours, after which time Na2S2O4 was added to the solution and the mixture was freeze‐dried. The resulting residue was dissolved in water (1 mL) and purified by a first semi‐preparative HPLC (method 14)  followed by a second semi‐ preparative HPLC (method 14),  to furnish, after freeze‐drying, monoadduct 134  (15 mg, 12 %), diadduct 135 (28 mg, 19 %) and triadduct 136 (6 mg, 4 %). 
tR = 14.28 min (method 6). 
1H NMR [400 MHz, acetone‐d6/D2O (8:2)]: δ 3.87 (m, 6H, H‐1"), 4.14 (m, 1H, Hα‐6), 4.48 (dd, J = 2.4, 12.0 Hz, 1H, Hβ‐6), 5.05 (t, J = 8.6 Hz, 1H, H‐4), 5.29 (d, J = 8.2 Hz, 1H, H‐1), 5.45 (dd, J = 1.5, 9.2 Hz, 1H, H‐5), 5.60 (d, J = 4.8 Hz, 1H, H‐2), 5.89 (d, J = 3.0 Hz, 1H, H‐3"), 5.98 (d, J = 3.0 Hz, 1H, H‐3"), 6.08 (d, J = 3.2 Hz, 1H, H‐3"), 6.14 (dd, J = 2.0, 3.1 Hz, 1H, H‐4"), 6.20 (dd, J = 1.9, 3.0 Hz, 1H, H‐4"), 6.29 (dd, J = 2.0, 3.0 Hz, 1H, H‐4"), 7.26 (d, J = 1.2 Hz, 1H, H‐5"), 7.32 (d, J = 0.9 Hz, 1H, H‐5"), 7.48 (d, J = 1.0 Hz, 1H, H‐5") ppm. 
























































































 NMR signal assignments of triadduct 131 in acetone‐d6/D2O (8:2) 400 MHz. Position  δH mult. (J,Hz)  δC  HSQC  HMBC   
Glucose               1  5.29 d (J = 8.2 Hz)  66.1  C‐1  H‐2, C‐2, CI=O 2  5.60 d (J = 4.8 Hz)  66.7  C‐2  H‐1, H‐3, C‐1, C‐3,  3  5.66 d (J = 5.1 Hz)  73.5  C‐3  H‐2, H‐4, C‐2, C‐4, CII=O 4  5.05 t (J = 8.6 Hz)  69.6  C‐4  H‐3, H‐5, C‐3, C‐5, CV=O 5  5.45 dd (J = 1.5, 9.2 Hz)  70.2  C‐5  H‐4, H‐6, C‐4, C‐6, CIII=O 6  α 4.14 m β 4.48 dd (J = 2.4, 12.0 Hz)  64.9  C‐6  H‐5, C‐5 
Aromatics             
1'[I‐V], 4'[I‐V]   
122.5, 126.4, 129.9, 131.4, 132.5, 133.8, 134.4, 134.9, 135.0, 137.7     2'[III‐V]    106.2, 107.4, 108.3    H‐1" 2'[I‐II], 6' [I‐V]    112.1, 113.2, 113.5, 113.8, 115.5, 115.8, 115.8     
3'[I‐V], 5'[I‐V]    143.4, 144.4, 144.9, 146.2, 146.6, 146.7, 146.8, 147.6, 147.7     
Carbonyls             CI=O    165.3    H‐1 CII=O    165.2    H‐3 CIII=O    165.9    H‐5 CIV=O    167.7     CV=O    166.6    H‐4 




























































































To a solution of (—)‐castalagin (22, 101 mg, 0.108 mmol) in water (10 mL) were added 2‐FMT (52, 30 mg, 0.223 mmol) and, drop by drop, ferric chlorid (35 mg, 0.216 mmol) in water (1 mL). The reaction mixture was stirred at room temperature under nitrogen atmospher for 1h, after which  time  HPLC  monitoring  indicated  no  further  evolution  of  the  reaction  mixture.  The conversion of (—)‐castalagin is not total so, 2‐FMT (52, 30 mg, 0.223 mmol) and, drop by drop, ferric  chlorid  (35  mg,  0.216  mmol)  in  water  (1  mL)  were  added  3  times.  The  reaction  was stopped after 4 hours, after which time Na2S2O4 was added to the solution and the mixture was freeze‐dried.  The  resulting  residue  was  dissolved  in  water  (1  mL)  and  purified  by  a  semi‐preparative HPLC (method 15), to furnish, after freeze‐drying, monoadduct 137 (10 mg, 9 %). 
tR = 8.64 min (method 6). 
1H NMR [400 MHz, acetone‐d6/D2O (8:2)]: δ 0.73 (m, 3H, H‐6"), 1.37 (m, 4H, H‐4", H‐5"), 1.65 (m, 1H, H‐2"), 1.91 (m, 1H, H‐2"), 3.25 (m, 1H, H‐3"), 3.76 (m, 2H, H‐1"), 4.03 (m, 1H, Hα‐6), 4.32 (dd, J = 2.3, 12.7 Hz, 1H, Hβ‐6), 5.01 (d, J = 7.6 Hz, 1H, H‐3), 5.06 (d, J = 4.2 Hz, 1H, H‐1), 5.27 (t, J = 7.4 Hz, 1H, H‐4), 5.58 (d, J = 6.6 Hz, 1H, H‐5), 5.68 (d, J = 4.3 Hz, 1H, H‐2), 6.67 (s, 1H, HIII‐2’), 6.88 (s, 1H, HV‐2’) ppm. 











































































 NMR signal assignments of monoadduct 137 in acetone‐d6/D2O (8:2) 400 MHz. Position  δH mult. (J, Hz)  δC  HSQC  HMBC 
Glucose             1  5.06 d (J = 4.2 Hz)  74.0  C‐1  H‐4, C‐2, CI=O 2  5.68 d (J = 4.3 Hz)  67.2  C‐2  H‐1, H‐3, C‐3 3  5.01 d (J = 7.6 Hz)  66.4  C‐3  H‐2, H‐4, C‐2, C‐5, CII=O 4  5.27 t (J = 7.4 Hz)  69.0  C‐4  H‐5, C‐1, C‐3, C‐5, CV=O 5  5.58 d (J = 6.6 Hz)  70.6  C‐5  H‐3, H‐4, H‐6, C‐4, CIII=O 6  α 4.03 m β 4.32 dd (J = 2.3, 12.7 Hz)  65.9  C‐6  C‐5 
Aromatics             1'[I‐V],  4'[I‐II, IV]    121.9, 123.6, 124.9, 127.4, 133.6, 134.0, 134.8, 137.7     2'[I‐II],  6' [I‐II, IV]    112.7, 114.3, 114.4, 115.4, 116.0     2'III  6.67 s  108.6  CIII‐2'  CIII‐4', CIII‐6', CIII=O 2'IV    106.9     2'V  6.88 s  108.5  CV‐2'  CV‐4', CV‐6', CV=O 
3'[I‐V], 5'[I‐V]   
143.6, 144.0, 144.4, 144.7, 145.0, 145.3, 146.1, 146.7, 147.3     4'III    136.4    HIII‐2’ 4'V    136.9    HV‐2’ 6'III    114.3    HIII‐2’ 6'V    115.6    HV‐2’          







































































CII=O    165.6    H‐3 CIII=O    167.2    H‐5, HIII‐2' CIV=O    168.2     CV=O    166.3    H‐4, HV‐2’ 
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Résumé :  Le  vin  est  un  milieu  complexe  qui  évolue  tout  au  long  des  étapes  de vinification. Pour mieux appréhender ses qualités et ses défauts, de nombreuses équipes de recherche s’intéressent à la compréhension de la chimie du vin. Dans ce contexte, le sujet  de  ce mémoire  concerne  l’étude  de  l’évolution  chimique  de  certaines molécules polyphénoliques  du  vin  sous  conditions  oxydantes  et/ou  acides,  afin  d’isoler  et  de caractériser de nouveaux composés susceptibles de se former dans le vin. Deux aspects sont  examinés.  Le  premier  concerne  l’oxydation  de  deux  flavano‐ellagitannins,  les acutissimines  A  et  B,  formées  à  partir  d’un  monomère  de  tannins  condensés,  la catéchine, et d’un ellagitannin C‐glucosidique,  la vescalagine, extraite du bois de chêne par le vin lors de l’élevage en barrique. Cette étude a permis d’isoler les mongolicaïnes A et B et deux analogues du camelliatannin G et de mettre en évidence leur formation par un  mécanisme  d’autoxydation.  Le  deuxième  aspect  concerne  l’évaluation  des conséquences  de  la  présence  de  certains  polyphénols  dans  le  vin  sur  les  composés thiolés odorants. Leur comportement et leur réactivité chimiques sont décrits dans des milieux différents, avec l’hémisynthèse de thio‐ellagitannins sous conditions acides, et la formation  d’adduits  thio‐catéchols  et  thio‐pyrogallols  sous  conditions  oxydantes, transformations  chimiques pouvant occasionner  la perte des odeurs  et  arômes du vin dus aux composés thiolés odorants. 
Mots‐clés :  vin, oxydation, polyphénols, thiols odorants, flavanols, ellagitannins. 
 
Title : Reactivity  of Wine  Polyphenols  under  Oxidative  Conditions –  Hemisynthesis  of Mongolicains and Adducts between Polyphenols and Odorous Thiols.  
Abstract : The wine is a complex medium that evolves throughout the different stages of the  wine  making  process.  To  understand  both  the  qualities  and  defects  of  wine, numerous research  team worldwide  investigate  the chemistry of wine.  In  this context, the  subject  of  this  thesis  concerns  the  study  of  the  chemical  evolution  of  some wine polyphenolic molecules under oxidizing and/or acidic conditions in the aim of isolating and  characterizing new compounds  likely  formed  in wine. Two aspects  are  examined. The  first  one  is  the  study of  the oxidation of  two  flavano‐ellagitannins,  acutissimins A and  B,  formed  from  a  monomer  of  condensed  tannins,  catechin,  and  a  C‐glucosidic ellagitannin, vescalagin, extracted from oak wood by the wine solution during its aging in barrels. This study led to the isolation of mongolicains A and B and two analogues of camelliatannin  G,  and  revealed  their  formation  according  to  an  autoxydation mechanism. The second aspect of this work concerns the consequences of the presence in  wine  of  some  polyphenols  on  wine  odorous  thiols.  Their  chemical  behavior  and reactivity are described in different media, with the hemisynthesis of thio‐ellagitannins under acidic conditions, and the formation of thio‐catechol and thio‐pyrogallol adducts under  oxidizing  conditions,  chemical  transformations  that  could  explain  the  loss  of odors and aromas due to wine odorous thiols. 
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